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1  Einleitung 
Toxoplasma (T.) gondii ist ein weltweit vorkommender parasitärer Zoonoseerreger mit dem 
sich alle warmblütigen Säugetiere und Vögel infizieren können. Der Mensch infiziert sich 
häufig mit T. gondii durch den Verzehr zystenhaltigen Fleisches betroffener Nutztiere oder 
durch die Aufnahme von Oozysten über kotverschmutztes Obst und Gemüse bzw. direkten 
Katzenkontakt. Eine Infektion mit T. gondii kann abhängig vom Immunstatus des Erkrankten 
milde bis schwere, aber auch tödliche Krankheitsverläufe nehmen. Ein besonderes Risiko 
besteht für seronegative Schwangere, dabei hängt der Schweregrad der fetalen Schädigung 
vom Infektionszeitpunkt der Schwangeren ab. Bei einer Übertragung des Erregers im ersten 
Trimester können die einsetzenden Organveränderungen zum intrauterinen Fruchttod 
führen. Dagegen zeigen Neugeborene mit einer Infektion zum späten Zeitpunkt der 
Schwangerschaft eine geringe klinische Manifestation oder sind zur Geburt asymptomatisch. 
Sowohl bei der konnatalen als auch der erworbenen Toxoplasmose treten häufig 
entzündliche Veränderungen im Bereich der Augen auf, die sogenannte 
Augentoxoplasmose. Gerade diese Augenveränderungen mindern die Lebensqualität der 
betroffenen Personen infolge des eingeschränkten Sehfeldes erheblich. Langwierige, 
lebenslange Therapien zur Unterdrückung dieses Infektionsgeschehens stellen zusätzlich 
eine kostspielige Belastung für die Gesellschaft dar. Aus diesen Gründen stellt die 
Toxoplasmose im Vergleich zu anderen Lebensmittel-assoziierten Erkrankungen eine der 
bedeutendsten übertragbaren Zoonosen dar. 
Aufgrund der häufigen Übertragung des Erregers durch zystenhaltiges Fleisch spielt die 
Erfassung der Seroprävalenzen bei Mensch und Tier sowie die Erforschung der Verteilung, 
Dichte und Tenazität der T.-gondii-Stadien im Fleisch eine wichtige Rolle. Die Prävalenz von 
T. gondii bei Schweinen und Puten ist von besonderer Bedeutung, denn beide gehören 
weltweit zu den häufig mit T. gondii infizierten Tierarten und für Schweine- und Putenfleisch 
besteht ein hoher Pro-Kopf-Verbrauch. Zum Vorkommen des Erregers bei Schweinen liegen  
einige Untersuchungen für Deutschland vor. Dabei sind speziell für Mastschweine in der 
Literatur Seroprävalenzen von bis zu 6 % angegeben. Daten zur Präsenz des Erregers in 
deutschen Mastputenbeständen fehlen vollständig, so dass eine epidemiologische 
Grundeinschätzung des Infektionsrisikos beim Verzehr von rohen Putenfleischerzeugnissen 
zurzeit nicht möglich ist. Ebenso fehlen exakte Erkenntnisse über die Tenazität der 
Gewebezysten vor allem unter dem Einfluss von Parametern, welche bei der Herstellung von 
Fleischerzeugnissen von Bedeutung sind. 




Ein Aspekt der Arbeit bestand deshalb in der deutschlandweiten Sammlung und 
Untersuchung von Putenseren mit dem Ziel der Erfassung der Seroprävalenz. Der 
Hauptschwerpunkt bestand in der Durchführung von experimentellen Untersuchungen zum 
einen zur Ermittlung der Tenazität von T.-gondii-Gewebezysten in Fleisch bzw. Hirn 
(Mäusemuskulatur, Mäusehirn) zum anderen in Fleischerzeugnissen. Zur Orientierung wurde 
zunächst im Rahmen von In-vitro-Untersuchungen der Einfluss einzelner Parameter (pH-
Wert, NaCl und NPS) auf die Infektionsfähigkeit der Zysten in Fleisch und Hirn untersucht. 
Anschließend wurden Versuche zur Persistenz der T.-gondii-Dauerstadien in 
Fleischerzeugnissen in Form von experimentell inokulierten Mettwürsten durchgeführt. Die 
Prüfung der Infektiosität des exponierten Probenmaterials erfolgte durch einen 
Maus-Bioassay. Als zystenhaltige Probenmaterialien wurden Mäusemuskulatur und -hirn 
verwendet, da sie eine besonders hohe Zystendichte aufweisen und somit eine gute 
Wiederfindungsrate garantieren. Die Ergebnisse können modellhaft auf das Fleisch aller 
Tierarten übertragen werden. 
Im Ergebnis dieser Arbeit werden erste Erkenntnisse bezüglich der T.-gondii-Seroprävalenz 
bei deutschen Schlachtputen erwartet, um epidemiologische Aussagen über das 
Vorkommen und die Verbreitung des Erregers T. gondii bei Mastputen in Deutschland treffen 
zu können. Die Ergebnisse der In-vitro-Untersuchungen können produktunspezifisch zu einer 
Bewertung des Infektionsrisikos beim Verzehr von nicht erhitzen Fleischprodukten beitragen. 
Das betrifft insbesondere das beim Verzehr von Rohwürsten auftretende Risiko. 
 
(Die Arbeiten wurden durch das Bundesministerium für Bildung und Forschung im Rahmen 
des ToxoNet unter dem Titel „Verbundprojekt: Toxoplasmose, Teilprojekt: Etablierung einer 
Methode zum Nachweis von Toxoplasma gondii bei der Pute und Studien zur Tenazität in 











2  Literaturübersicht 
2.1 Zum Erreger Toxoplasma gondii 
2.1.1 Allgemeines 
Toxoplasma (T.) gondii ist ein einzelliger, intrazellulärer Parasit aus dem Stamm der 
Apikomplexa, Unterklasse der Coccidia (ECKERT et al. 2005). Die Toxoplasmose ist eine 
weltweit vorkommende Erkrankung, sie stellt zugleich die häufigste parasitär ausgelöste 
Zoonose des Menschen dar (DEUTZ et al. 1996; GROSS 2004). Mit dem Erreger T. gondii 
können sich alle warmblütigen Wirbeltiere infizieren (DUBEY und BEATTIE 1988b; DUBEY 
2007; PAPPAS et al. 2009). Seinen endgültigen Namen, T. gondii, erhielt der Erreger durch 
seine gebogene Form und seine Isolierung aus dem nordafrikanischen Wüstennagetier 
Ctenodactylus gundi (NICOLLE und MANCEAUX 1909). Erst viele Jahre später gelang den 
Wissenschaftlern die Verknüpfung des Protozoon mit dem ersten beschriebenen Fall einer 
humanen Toxoplasmose eines Kindes (WOLF et al. 1940). Mit Hilfe des PCR-RFLP lassen 
sich die einzelnen Isolate von T. gondii in drei klonale Linien, die Genotypen I, II und III, 
unterteilen oder bei nicht eindeutiger Zuordnung als sogenannte atypische Stämme bzw. 
Mischtypen führen (HOWE und SIBLEY 1995). In Europa herrscht der Genotyp II vor, 
während auf dem südamerikanischen Kontinent Genotyp I und III sowie atypische Stämme 
häufig dominieren (PEYRON et al. 2006). 
In Südamerika, speziell in Brasilien, weist die Bevölkerung sehr hohe Seroprävalenzen von 
über 60 % auf. Auch in Argentinien und Frankreich sind hohe Seroprävalenzen von 40 bis 
60 % zu verzeichnen, welche wahrscheinlich auf besondere Ernährungs- bzw. 
Essgewohnheiten zurückzuführen sind. Die Menschen in den USA und Kanada zeigen im 
Gegensatz zu Südamerika nur eine geringe Seroprävalenz von 10 – 20 %. In China liegt sie 
sogar unter 10 % (PAPPAS et al. 2009) (siehe Abb. 1). 
Aktuelle Werte für Deutschland beziehen sich auf eine regionale Studie aus Mecklenburg-
Vorpommern. Es wurde eine Durchseuchungsrate der dortigen Bevölkerung mit dem Erreger 
T. gondii von 59 % ermittelt. Dabei konnte eine Zunahme der T.-gondii-Infektionen bei 
20- bis 40-jährigen Schwangeren mit 1 % pro Lebensjahr festgestellt werden (FIEDLER et al. 
1999). Eine aktuelle deutschlandweite Untersuchung zur Verbreitung von T. gondii ist bisher 
nicht publiziert, mit regionalen Unterschieden ist jedoch zu rechnen. 
  






                      
Abb. 1: Status der Toxoplasma-gondii-Seroprävalenzen weltweit. Dunkelrot 
Seroprävalenzen  > 60 %, hellrot 40 – 60 %, gelb 20 – 40 %, blau 10 – 20 % und grün 
< 10 % ermittelt. Für weiße Areale sind keine Daten bekannt, aus PAPPAS et al. (2009) 
 
So ergaben frühere Untersuchungen in der BRD eine Seroprävalenz von 45,0 %, während in 
der damaligen DDR eine Durchseuchung von 70,6 % angegeben wurde (SCHASSAN und 
KASKARA 1971; MILLER 1978). In den Niederlanden konnte ein interessanter Abwärtstrend 
festgestellt werden. Beim Vergleich der Seroprävalenzen von 1995/96 mit 2005/06 konnte 
ein Rückgang von 40,5 auf 26,0 % registriert werden, insbesondere bei Frauen im 
gebärfähigen Alter verringerte sich die Anzahl Seropositiver von 35,2 auf 18,5 % (HOFHUIS 
et al. 2010). 
Besonders regionale Verzehrsgewohnheiten, wie z. B. der Verzehr von Hackepeter in 
Deutschland, Muscheln in Frankreich, Salami bzw. Schinken in Italien oder nicht gepökelter 
Rohwürste in Brasilien, beeinflussen die T.-gondii-Durchseuchungsrate der jeweiligen 
Bevölkerung (JAMRA et al. 1991; VALCAVI et al. 1995; BUFFOLANO et al. 1996; 
FEHLHABER et al. 2003). 
Neben diesen ernährungsbedingten Aspekt hat auch das Klima einen Einfluss auf die 
Seroprävalenz. In feuchtwarmen Ländern sind deutlich höhere Infektionsraten zu finden als 
in kalten, trockenen Gebieten (ASPÖCK und HERMENTIN 1987; GHORBANI et al. 1990). 
 




2.1.2 Endwirt und Zwischenwirte von T. gondii 
Hauptwirt für T. gondii stellt die Gattung der Feliden dar. In unseren Breitengraden fungiert 
die Hauskatze als Endwirt, aber auch bei Ozelot, Jaguarundi und Bengalkatze konnte eine 
Ausscheidung von Oozysten nachgewiesen werden (JANITSCHKE und WERNER 1972). Im 
Endwirt findet die geschlechtliche Vermehrung des Erregers statt, dabei werden Oozysten 
über den Kot ausgeschieden. Ein Großteil (60 %) der Katzenpopulation weist Antikörper 
gegen T. gondii auf. Die Seroprävalenz liegt bei Hauskatzen bei ca. 40 %, bei freilebenden 
Katzen mit 73 % deutlich höher (KNAUS und FEHLER 1989). Bei freilebenden Tieren lässt 
sich noch einmal eine Unterteilung in städtische (22,4 % T.-gondii-positiv) und ländliche 
(61,3 %) Lebensräume vornehmen (HORNOK et al. 2008). Trotz dieser hohen 
Seroprävalenzen muss keine zwingende Infektionsgefahr für den Katzenbesitzer bestehen 
(KNAUS und FEHLER 1989; TENTER et al. 2000; GUADALUPE et al. 2004; SCHARES et 
al. 2008; BERGER-SCHOCH et al. 2011), denn eine Infektion erfolgt nur im Zeitraum der 
Oozystenausscheidung (7 - 21 Tage) (DUBEY 2007). Bei einer Untersuchung von 24.000 
europäischen Katzenkotproben, vorwiegend aus Deutschland stammend, konnten in weniger 
als 1 % der Proben T.-gondii-Oozysten nachgewiesen werden (SCHARES et al. 2008). 
T. gondii benötigt für seinen Entwicklungszyklus nicht zwingend einen zwischengeschalteten 
Wirt (Zwischenwirt). Grundsätzlich können sich alle warmblütigen Lebewesen infizieren, sie 
dienen als Haltewirt, indem sie den Erreger in Form von Gewebezysten beherbergen. Der 
Vermehrungszyklus schließt sich wieder bei Aufnahme zystenhaltiger Fleischteile durch die 
Katze (Endwirt). 
Der Mensch infiziert sich häufig durch den Verzehr zystenhaltigen Fleisches anderer 
Zwischenwirte. Wie in Abbildung 2 ersichtlich, kommen die Muskelzysten unter den 
Lebensmittel-liefernden Tieren besonders häufig beim Schwein, kleinen Wiederkäuer und 
beim Wirtschaftsgeflügel vor (TENTER et al. 2000). Nach erfolgter Infektion bilden diese 
Tiere T.-gondii-Gewebezysten, die sogenannten Dauerstadien des Erregers, in ihren 



















Abb. 2: Häufigkeit des Vorkommens von T.-gondii-Zysten im Fleisch einzelner 
Nutztiere, aus TENTER et al. (2000) 
2.1.3 Erregerstadien 
2.1.3.1 Tachyzoiten 
T. gondii kann in drei verschiedenen Stadien vorkommen, den Sporozoiten, Tachyzoiten und 
Bradyzoiten. Tachyzoiten vermehren sich sehr schnell, besitzen eine halbmondförmige 
Struktur mit einem spitzen und einem abgerundeten Ende (siehe Abb. 3) (FRENKEL 1973; 
DUBEY et al. 1998; BLACK und BOOTHROYD 2000). Aufgrund ihres Zytoskeletts sind 
Rotationsbewegungen möglich (SCHMIDT-HOENSDORF und HOLZ 1953; BLACK und 
BOOTHROYD 2000). Tachyzoiten infizieren die Wirtszelle durch Penetration oder 
Phagozytose, dabei nehmen sie strukturelle Teile der wirtseigenen Membran mit 
(BONHOMME et al. 1992). In dieser sogenannten parasitophoren Vakuole, bestehend aus 
wirtseigenen und parasitären Bestandteilen, erfolgen dann mehrere asexuelle 
Teilungsschritte (Endodyogenie), die mit einer rosettenförmigen Anordnung der 
entstandenen Tachyzoiten einhergeht. Nach Ablauf mehrerer Teilungszyklen kann es zur 
Ruptur der Wirtszelle, zum Austritt der Tachyzoiten und zur Infektion benachbarter Zellen 



















Abb. 3: Aufbau T. gondii mit Zellorganellen, aus BLACK und BOOTHROYD (2000) 
2.1.3.2 Bradyzoiten 
Die Bezeichnung Bradyzoit geht ebenfalls auf FRENKEL (1973) zurück und beruht auf der 
langsamen Vermehrung dieser Stadien, ebenfalls durch Endodyogenie (DUBEY et al. 1998; 
DUBEY 2007). Sie sind ebenfalls halbmondförmig gebogen und weisen eine Größe von 
1,5 x 7 µm auf (MEHLHORN und FRENKEL 1980). Die Bradyzoiten sind die Dauerstadien 
des Erregers und befinden sich intrazellulär, geschützt vor dem Immunsystem des Wirtes, in 
sogenannten Gewebezysten. 
2.1.3.3 Oozysten mit den Sporozoiten 
Katzen als Endwirt für den Erreger T. gondii beginnen drei bis 14 Tage p. i., in Abhängigkeit 
von einem der drei aufgenommenen T.-gondii-Stadien, Oozysten mit dem Kot 
auszuscheiden (DUBEY et al. 1970; DUBEY 1996; TENTER et al. 2000). Diese sind 
zunächst kugelförmig und haben einen Durchmesser von 10 - 12 µm. Ein bis fünf Tage nach 
dem Ausscheiden sporulieren sie in der Außenwelt, und in jeder Oozyste befinden sich nun 
zwei Sporozysten mit je vier Sporozoiten. Die sporulierten Oozysten weisen eine ellipsoidale 
Form, eine Größe von 11 - 13 µm auf und zeichnen sich durch eine hohe 
Widerstandsfähigkeit gegenüber Umwelteinflüssen aus. Sie können über mehrere Monate in 
der Außenwelt infektiös bleiben (DUBEY et al. 1970). 




2.2 Infektionswege des Menschen 
2.2.1 Infektion über Oozysten 
Die Infektion des Menschen über Oozysten stellt einen wichtigen Übertragungsweg für 
T. gondii dar (DIXON 1992; JONES et al. 2001; ANTONIOU et al. 2007), denn auch strikte 
Vegetarier können Antikörper gegen T. gondii aufweisen (HALL et al. 1999; ROGHMANN et 
al. 1999). Die Haltung bzw. der Umgang mit Katzen kann auch zu einer Infektion des 
Tierhalters führen, denn mit T. gondii infizierte Katzen scheiden nach Ablauf der sexuellen 
Vermehrungsphase Oozysten mit dem Kot aus (BARIL et al. 1999; JONES et al. 2001). 
Deshalb stellt vor allem die unregelmäßige Reinigung der Katzentoilette ein Risiko dar. Des 
Weiteren sollten Katzen am Ort der Essenszubereitung und während des Handlings mit 
Nahrungsmitteln strikt ferngehalten werden (JONES et al. 2001; KENDALL et al. 2003). Bei 
Gartenarbeit in staubiger und mit Katzenkot verunreinigter Erde kann ebenfalls ein 
Infektionsrisiko bestehen. Der Erreger T. gondii kann durch Einatmen mit dem Staub und 
anschließendes Abschlucken der Oozysten aufgenommen werden (AFONSO et al. 2008). 
Die Prävalenz hierfür liegt bei 6 % bis 17 % (COOK et al. 2000). Auch erdnah angebautes, 
nicht abgewaschenes rohes Obst oder Gemüse können demzufolge ein Risiko darstellen 
(BARIL et al. 1999). Speziell für Kleinkinder sind nicht abgedeckte und dadurch häufig mit 
Katzenkot belastete Sandkästen eine gefährliche Infektionsquelle. Die Ausscheidungen von 
wildlebenden Katzen können auch über das Regenwasser verteilt bzw. in Seen oder in das 
Grundwasser eingespült werden. Eine Aufnahme dieses nicht abgekochten Wassers kann 
ebenfalls als Auslöser einer Toxoplasmose angesehen werden (BOWIE et al. 1997; DUBEY 
2004). 
2.2.2 Infektion über Tachyzoiten 
In der Phase der Parasitämie kommen in jedem Wirtsorganismus Tachyzoiten vor 
unabhängig von dem zur Infektion führenden Erregerstadium. Eine Übertragung der 
Toxoplasmose durch Tachyzoiten kann bei einer T.-gondii-Erstinfektion in der 
Schwangerschaft auftreten. Es kommt zu einem diaplazentaren Übergang des Erregers von 
der Mutter auf den Fötus (GROSS et al. 2001; GROSS et al. 2009). Eine weitere, wenn auch 
selten vorkommende, Infektionsmöglichkeit könnte bei der Übertragung von Blutkonserven 
parasitämischer Spender bestehen (KUHNERT et al. 1968; JANITSCHKE et al. 1974; 
YAZAR et al. 2006). 




Eine orale T.-gondii-Infektion über Tachyzoiten-haltige Lebensmittel ist eher 
unwahrscheinlich, denn ausreichend hohe Zahlen an Tachyzoiten befinden sich nur im 
Stadium der kurzen parasitämischen Phase im Tier. Folglich müssten die Tiere in dieser 
Phase der Infektion geschlachtet werden, damit Tachyzoiten in den Fleischteilen und 
Organen enthalten sind. Eine Übertragung des Parasiten T. gondii von infizierten 
Legehennen auf den Menschen durch den Verzehr nicht ausreichend abgekochter Eier ist 
umstritten. Zu diesem Thema gibt es nur wenig Literatur, welche zudem auch noch 
unterschiedliche Untersuchungsergebnisse aufweist (PANDE et al. 1961; BOCH et al. 1966; 
BIANCIFIORI et al. 1986). Deshalb sieht die EFSA hier noch weiteren Forschungsbedarf zur 
endgültigen Abklärung des Risikos (EFSA 2007). Eine Ausnahme stellt die nachgewiesene 
Infektion über nicht pasteurisierte Ziegen- bzw. Schafmilch dar (RIEMANN et al. 1975; 
CHIARI und NEVES 1984; SKINNER et al. 1990). Der Nachweis von T.-gondii-DNA in Milch 
konnte ebenfalls geführt werden (BOCH 1980; CAMOSSI et al. 2011). 
2.2.3 Infektion über Gewebezysten mit Bradyzoiten 
Verschiedene Fall-Kontroll-Studien belegen, dass der Verzehr von nicht erhitztem bzw. nicht 
vollständig durchgegartem Fleisch die wesentliche Infektionsquelle für Toxoplasmose 
darstellt (KAPPERUD et al. 1996; BARIL et al. 1999; COOK et al. 2000; JONES et al. 2001). 
Somit spielt das Fleisch Lebensmittel-liefernder Tiere eine zentrale Rolle bei der 
Übertragung des Erregers auf den Menschen (siehe Abb. 4). 
Die Ergebnisse der einzelnen Fall-Kontroll-Studien weisen besonders auf Fleisch, wenn 
auch von unterschiedlichen Tierarten, als Risikofaktor hin. So stellen mehrere Autoren 
besonders das Schaffleisch als Träger von T.-gondii-Gewebezysten heraus (KAPPERUD et 
al. 1996; BARIL et al. 1999; COOK et al. 2000; JONES et al. 2001). Bei KAPPERUD et al. 
(1996) spielt zusätzlich Schweinefleisch eine wichtige Rolle bei der Übertragung von 
T. gondii. In einer anderen Fall-Kontroll-Studie wurde speziell auf den Verzehr von 
Rindfleisch als Ursache für eine Toxoplasmose verwiesen (BARIL et al. 1999). COOK und 
Mitarbeiter (2000) betrachten neben Schaf und Rind Wildtiere als Quelle für 
T.-gondii-Infektionen. In einer amerikanischen Studie wird neben rohem bzw. nicht 
durchgegartem Fleisch von Schwein, Schaf und Rind besonders Hackfleisch, hergestellt aus 
dem Fleisch dieser Tierarten, als Infektionsquelle hervorgehoben (JONES et al. 2001). 
Besonders Schweinefleisch besitzt einen hohen Stellenwert bei der Übertragung des 
Erregers auf den Menschen, wie aus mehreren Fall-Kontroll-Studien hervorgeht. Es findet  
häufige Verwendung als Ausgangsmaterial für zahlreiche Fleischzubereitungen und 




-erzeugnisse wie zum Beispiel Hackfleisch, Rohwürste oder Schinken (KAPPERUD et al. 
1996; JONES et al. 2001). Zusätzlich weist Schweinefleisch im Vergleich zum Fleisch 
anderer Tierarten in sehr vielen Ländern den höchsten Pro-Kopf-Verzehr auf (AMI 2012). 
Die Wichtigkeit dieses Übertragungsweges zeigt sich in der Tatsache, dass ein Großteil 
(36 bis 60 %) der T.-gondii-Infektionen des Menschen durch die orale Aufnahme nicht 
erhitzten Gewebezysten-haltigen Fleisches erfolgt (COOK et al. 2000). Dabei können einige 
Toxoplasmoseausbrüche direkt auf den Verzehr von rohem bzw. nicht durcherhitztem 
Fleisch zurückgeführt werden (ROSS et al. 2001; CARME et al. 2002). Auch ein 
Abschmecken während des Kochvorganges kann infolge unvollständig durchgegarter 
Fleischteile zu einer Toxoplasmose führen (BOBIC et al. 2007). Ebenso stehen Rohwürste 
bzw. gepökelte Schinken im Verdacht, eine Gefahrenquelle für T.-gondii-Infektionen 
























2.3 Krankheitsbild der Toxoplasmose beim Menschen 
2.3.1 Postnatale Toxoplasmose bei Immunkompetenten 
Eine Infektion mit T. gondii verläuft bei Menschen mit intaktem Immunsystem in 90 % der 
Fälle unbemerkt, da keine klinischen Bilder auftreten (siehe Abb. 5). Bei einem geringen Teil 
der Infizierten (10 %) kann ein milder Krankheitsverlauf auftreten (MONTOYA und 
LIESENFELD 2004). Hierbei können sich unspezifische, grippeähnliche Symptome wie 
Fieber, Abgeschlagenheit und Lymphadenitis zeigen. Nach der akuten Phase geht die 
Infektion in einen chronischen Status über, kann sich aber bei Schwächung des 
Immunsystems jederzeit wieder reaktivieren (REMINGTON 1974; DUBEY und BEATTIE 
1988a). 
In einigen Fällen postnatal erworbener Toxoplasmosen tritt eine akute Augensymptomatik in 
den Vordergrund, deshalb auch als Augentoxoplasmose bezeichnet (MONTOYA und 
REMINGTON 1996). Neben der hier beschriebenen Möglichkeit der postnatalen Infektion 
z. B. durch orale Aufnahme zystenhaltigen Fleisches besteht auch die Möglichkeit einer 
Spätmanifestation am Auge nach konnataler Übertragung des Erregers (siehe auch Kapitel 
2.5.3. Konnatale Toxoplasmose). Eine Unterscheidung dieser beiden Formen der 
Augentoxoplasmose ist anhand des Krankheitsbildes allein nicht möglich, hier müssen 
Serumuntersuchungen zur Bestimmung des Infektionsstatus hinzugezogen werden. Die 
Symptome der Augentoxoplasmose reichen von verminderter Sehschärfe, Trübung des 
Glaskörpers bis hin zur Erblindung. Diese okuläre Form der Toxoplasmose stellt sich 
vorwiegend als posteriore Uveitis mit Beteiligung der Retina dar (PLEYER et al. 2007; 
LONDON et al. 2011) und wird daher als Chorioretinitis bzw. Retinochorioiditis bezeichnet. 
Zusätzlich zu den Entzündungserscheinungen der Augenhäute kann eine Infiltration des 
























Abb. 5: Mögliche Folgen einer T.-gondii-Infektion beim Menschen, modifiziert nach 
MONTOYA und LIESENFELD (2004)  
 
 
2.3.2 Postnatale Toxoplasmose bei Immunsupprimierten 
Menschen mit einem reduzierten Immunsystem stellen einen nicht unwesentlichen Anteil an 
der Gesamtbevölkerung dar und sind zugleich besonders gefährdet durch den Erreger 
T. gondii (MCCABE 1990; ZANGERLE et al. 1991; ISRAELSKI und REMINGTON 1993; 
CAVATTONI et al. 2010). Zu dieser Gruppe zählen neben HIV- bzw. AIDS-Patienten auch 
Transplantatempfänger und Krebspatienten mit einer starken, systemischen Chemotherapie. 
Für Deutschland ergeben sich folgende Zahlen: ca. 87.441 HIV- bzw. AIDS-Betroffene und 
ca. 426.800 Krebskranke (RKI 2010; RKI 2012). Die Bedeutung dieses Personenkreises 
wächst stetig, denn jährlich kommen ca. 3.000 neue Fälle an HIV-Erkrankungen hinzu (RKI 
2012). 
Aus der Literatur ist bekannt, dass die Toxoplasmose zu den am häufigsten vorkommenden 
opportunistischen Erkrankungen bei AIDS-Patienten zählt (LUFT und REMINGTON 1992; 
FRIESE et al. 1993; NISSAPATORN 2009). Aufgrund der Immunschwäche durch den 
krankheitstypischen Abfall an CD4+-Zellen setzt bei AIDS-Patienten eine Reaktivierung 
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bereits vorhandener latenter Toxoplasmosen ein, aber auch akut verlaufende Neuinfektionen 
können auftreten (STELLBRINK et al. 1993). Organe, die bei einer Generalisierung des 
Erregers oft infiltriert werden, sind Augen, Lunge, Herz, Rückenmark und Gehirn 
(NISSAPATORN 2009). Die Toxoplasmose kann sich z. B. in Form einer Myokarditis, 
Pneumonie oder Enzephalitis darstellen (EZA und LUCAS 2006). Besonders häufig treten 
fokale Läsionen im Hirn auf und werden als Toxoplasma-Enzephalitis (TE) bezeichnet 
(ZANGERLE et al. 1991; NISSAPATORN 2009). Die TE endet für diese Patienten meist 
tödlich (LUFT et al. 1983). 
Bei Organtransplantationen wird das Immunsystem des Transplantatempfängers mit Hilfe 
von Immunsuppressiva reduziert, um eventuelle Abstoßungsreaktionen zu verhindern 
(GROSSE-WILDE und OTTINGER 1998). Neben der Möglichkeit der Reaktivierung beim 
Empfänger selbst besteht die Gefahr der Übertragung des Erregers durch infizierte 
Spenderorgane (GALLINO et al. 1996; CANER et al. 2008). Im immunsupprimierten, 
seronegativen Empfänger kann sich der Erreger ungehindert vermehren und zu einer akuten 
Toxoplasmose mit Retinochorioiditis, Enzephalitis oder Herz- bzw. Lungenaffekten führen 
(DE MEDEIROS et al. 2001; CAVATTONI et al. 2010). Deshalb ist eine prophylaktische 
Gabe von Medikamenten nach der Transplantation von Organen mit unbekanntem 
T.-gondii-Status anzuraten (DEROUIN und PELLOUX 2008). 
Auch für Patienten mit Krebserkrankungen besteht ein potenzielles Risiko, an einer 
Toxoplasmose mit Ausbildung schwerwiegender Krankheitsbilder zu erkranken. Denn im 
Zusammenhang mit einer systemischen Chemotherapie oder bei schweren fortschreitenden 
Krankheitsverläufen liegt ebenfalls eine Schwächung des Immunsystems vor (MCCABE 
1990; HEROLD et al. 2009). Diese Patientengruppe bedarf deshalb einer Prophylaxe, 
Überwachung und bei Diagnose einer Toxoplasmose einer speziellen Behandlung zur 
Eindämmung der Toxoplasmen, da die Morbidität und Mortalität bei unbehandelten Patienten 
nachgewiesenermaßen deutlich höher ist (ISRAELSKI und REMINGTON 1993). 
2.3.3 Konnatale Toxoplasmose 
Außer für immunschwache Personen stellt der Erreger auch für T.-gondii-seronegative 
schwangere Frauen eine Gefahr dar. Bei einer Erstinfektion kurz vor bzw. während der 
Schwangerschaft können die Tachyzoiten in der sogenannten parasitämischen Phase auf 
den Fötus übergehen. 
Die Häufigkeit, mit der es zur Ausbildung einer T.-gondii-Infektion in der Schwangerschaft 
kommt, ist im ersten Trimester am niedrigsten und nimmt dann bis zum dritten Trimester zu 




(JENUM et al. 1998). Über die Hälfte der Infektionen erfolgen im letzten Trimester (DUNN et 
al. 1999). Der Schweregrad bzw. die Ausprägung der Erkrankung beim Fötus ist ebenfalls 
abhängig vom Infektionszeitpunkt und nimmt mit der Dauer der Schwangerschaft ab (siehe 
Abb. 6). Demzufolge kommt es bei Infektionen im ersten Drittel der Schwangerschaft zu 
schwerwiegenden Folgen, welche häufig als Abort in Erscheinung treten (THALHAMMER 
1981; GROSS et al. 2001) und auf einer entzündliche Beteiligung wichtiger Organe wie 
Gehirn, Leber und Milz beruhen. Die entzündlichen Prozesse in diesen Geweben basieren 
auf granulomatösen, nekrotisierenden Veränderungen (PIEKARSKI und VON TÖRNE 1950) 
und können sich in Form eines Hydrozephalus, Mikrozephalus oder einer 
Hepatosplenomegalie äußern (HURLEY 1983; DUNN et al. 1999). Der bekannte klassische 
Symptomkomplex der konnatalen Toxoplasmose, bestehend aus Hydrozephalus, zerebralen 
Verkalkungen und Retinochorioiditis, kommt aber nur bei ca. 2 – 5 % der betroffenen 
Neugeborenen vor (COUVREUR et al. 1984; SYROCOT STUDY GROUP 2007). 
Bei Infektionen zu einem späteren Zeitpunkt der Schwangerschaft weisen die Neugeborenen 
selten oder keine klinischen Manifestationen auf. In späteren Lebensjahren können diese 
zunächst symptomfreien Kinder dennoch Krankheitszeichen ausbilden. So treten häufig 
entzündliche Veränderungen im Auge auf (HURLEY 1983; REMINGTON et al. 2001; 
BERRÉBI et al. 2010), welche in den meisten Fällen (71,0 %) unilateral peripher vorkommen 
(BERRÉBI et al. 2010). Bei diesen Spätmanifestationen ist der Zusammenhang zu der 
konnatal übertragenen Toxoplasmose nur schwer zu erkennen (siehe auch Kapitel 2.5.1). 
Psychomotorische und mentale Retardierungen sowie die Ausbildung einer Epilepsie werden 
ebenfalls mit konnatalen Toxoplasmosen in Verbindung gebracht und als Spätfolgen 
diskutiert (SAXON et al. 1974; WILSON et al. 1980; FRIESE et al. 1996). Bei der 
Langzeitbeobachtung von Kindern mit konnataler Toxoplasmose fielen bis auf einzelne Fälle 
keine neurologischen Abweichungen oder Störungen im Verhalten auf. Die Entwicklung der 
Kinder verlief meist dem Alter entsprechend, nur wenige entwickelten Epilepsie, zeigten 
Konvulsionen oder eine verminderte psychomotorische Entwicklung (KOPPE et al. 1986; 
VILLENA et al. 1998; BERRÉBI et al. 2010). Eine Behandlung mit Pyrimethamin und 
Sulfadiazin ab dem ersten Monat bis hin zum ersten Lebensjahr zeigte jedoch einen 























Abb. 6: Risiko der Transmission und die Häufigkeit bzw. die Art der klinischen 
Symptome der Toxoplasmose beim Neugeborenen, aus GROSS (2009) nach DUNN et 
al. (1999) 
2.4 Public-Health-Aspekte und epidemiologische Daten zur Toxoplasmose 
In Deutschland gibt es keine gesetzlich vorgeschriebenen Screening-Programme für 
gebärfähige Frauen bzw. Schwangere, deshalb liegen nur wenige epidemiologische 
Informationen bezüglich der Toxoplasmose vor. Von den wenigen bekannten Daten 
ausgehend, weisen ca. 26 – 63 % der schwangeren Frauen Antikörper gegen den Erreger 
T. gondii auf (FRIESE et al. 1991; FRIESE et al. 1993; FIEDLER et al. 1999). Für diese 
Seropositiven besteht in der Regel kein Risiko an einer Schwangerschaftstoxoplasmose zu 
erkranken. Die Inzidenz einer Erstinfektion in der Schwangerschaft liegt bei ca. 0,6 % 
(ROOS et al. 1993). Ohne ein Toxoplasma-Serum-Screening fehlt den Ärzten der Hinweis 
auf eine eventuell vorhandene T.-gondii-Infektion des neugeborenen Kindes. Symptomfreie 
Neugeborene werden deshalb häufig nicht als T.-gondii-infiziert erkannt und demzufolge 




auch nicht als konnataler Toxoplasmosefall an das Robert-Koch-Institut (RKI) gemeldet, was 
die geringe Zahl gemeldeter konnataler Toxoplasmosen erklärt. Im Jahr 2001 wurden dem 
RKI 38 Fälle konnataler Toxoplasmosen gemeldet. Für die Jahre 2002 bis 2012 lag die Zahl 
der gemeldeten Fälle zwischen acht und 23 (RKI 2013). Die reale Zahl konnatal 
übertragener Toxoplasmosen liegt wahrscheinlich weit über der Zahl der gemeldeten Fälle 
(JANITSCHKE 1993; JANITSCHKE 1999; GROSS 2004; GROSS et al. 2009). 
Berechnungen zu dieser Dunkelziffer beruhen auf einer mathematischen Modellrechnung 
nach JANITSCHKE (1999). Ausgehend von einer jährlichen Geburtenzahl von ca. 800.000 
und einer Inzidenz von 0,7 % würde sich eine Zahl von ca. 5.600 Erstinfektionen ergeben. 
Bei Annahme einer Erregerübertragung auf den Fötus und Ausbildung einer konnatalen 
Infektion bei der Hälfte der Erstinfektionen ergäbe sich eine Zahl von 2.800 Fällen. Basierend 
auf Schätzungen rechnet man hier wiederum bei 10 % der Fälle mit klinischen Symptomen 
zum Geburtszeitpunkt. Dies würde einer Zahl von 280 Kindern entsprechen. Bei ca. 1.260 
Kindern, das entspricht 50 % der Fälle, liegen meist keine Symptome zum Zeitpunkt der 
Geburt vor. Diese konnatalen Toxoplasmosen werden nicht erkannt und somit auch nicht 
gemeldet oder ärztlich betreut. Aber gerade durch Spätmanifestationen kann die 
Lebensqualität dieser Betroffenen ein Leben lang beeinflusst werden, wodurch die 
Toxoplasmose im Vergleich mit anderen Lebensmittel-assoziierten Zoonoseerregern eine 
Erkrankung mit sehr hoher Krankheitslast für die betreffenden Personen und hohen 
Behandlungskosten für die Gesellschaft darstellt (LIN 1998; KEMMEREN et al. 2006) (siehe 
auch Kapitel 2.5.3 Konnatale Toxoplasmose). 
2.5 T.-gondii-Seroprävalenzen bei wichtigen Nutztieren 
Grundsätzlich können sich alle Lebensmittel-liefernden Tiere mit T. gondii infizieren (BOCH 
1980; DUBEY und BEATTIE 1988b). Wie in Abbildung 2 ersichtlich, stellen sich bei den für 
die menschliche Ernährung wichtigen Nutztieren vor allem kleine Wiederkäuer, das Schwein 
und das Wirtschaftsgeflügel als häufige Träger von Gewebezysten dar (TENTER et al. 
2000). 
2.5.1 Rind und kleine Wiederkäuer  
Bei Rindern sind Daten mit teilweise hohen T.-gondii-Seroprävalenzen bis zu 49 % bekannt 
(FRAZÃO-TEIXEIRA und DE OLIVEIRA 2011). Allerdings konnte der direkte 
Zusammenhang zwischen seropositiven Tieren und dem Nachweis von 
T.-gondii-Gewebezysten im Rindfleisch noch nicht hergestellt werden. Die Autoren vermuten, 
dass das Rind gegenüber den anderen Tierarten eine effektivere Immunantwort und dadurch 




bedingt eine schnellere Elimination des Erregers aufweist (DUBEY 1986; ESTEBAN-
REDONDO und INNES 1997; ESTEBAN-REDONDO et al. 1999). Allerdings gelang BOCH 
(1980) der Nachweis von T.-gondii-Tachyzoiten im Milchrahm experimentell infizierter 
Rinder. Der Nachweis einer Infektion des Menschen über die Aufnahme nicht erhitzter 
Kuhmilch ist jedoch noch nicht gelungen. Aus verschiedenen Fall-Kontroll-Studien konnten 
noch keine direkten Hinweise entnommen werden, dass Kuhmilch als direkte Risikoquelle für 
eine Toxoplasmose anzusehen ist (KAPPERUD et al. 1996). Im Vergleich dazu stellt der 
Verzehr von rohem Rindfleisch ein Risiko für den Menschen dar (BARIL et al. 1999; COOK 
et al. 2000; JONES et al. 2001; JONES et al. 2009). 
Bei Schafen und Ziegen wird T. gondii ebenfalls häufig nachgewiesen. So können zwischen 
20 und 40 % der Tiere als seropositiv detektiert werden (TENTER et al. 2000; CHIKWETO et 
al. 2011). Aber auch deutlich höhere Seroprävalenzen von 70 – 90 % konnten bei Schafen 
ermittelt werden, so z. B. in Frankreich und Österreich (TENTER et al. 2000). Die extensive 
Haltung der Tiere in kleinen Gruppen und mit potenziellem Katzenkontakt kann als Ursache 
für diese hohen Seroprävalenzen angesehen werden (EDELHOFER und PROSSINGER 
2010). Die bei der Infektion gebildeten Gewebezysten im Fleisch der kleinen Wiederkäuer 
können eine Gefahrenquelle für den Menschen darstellen, insbesondere beim Verzehr von 
unzureichend erhitzten Fleischgerichten (ESTEBAN-REDONDO et al. 1999). Bei 
laktierenden Tieren besteht im Rahmen einer akuten Infektion auch die Möglichkeit der 
Ausscheidung von Tachyzoiten über die Milch. In der Milch können Tachyzoiten bei 
Kühllagerung ihre Infektiosität für einige Tage bewahren (WALSH et al. 1999). Neben der 
Aufnahme von Fleisch kleiner Wiederkäuer kann deshalb auch der Verzehr nicht 
pasteurisierter Milch zu einer Toxoplasmose führen (RIEMANN et al. 1975; SACKS et al. 
1982; CHIARI und NEVES 1984; SKINNER et al. 1990; CAMOSSI et al. 2011). Dies 
bestätigt auch eine amerikanische Fall-Kontroll-Studie, die den Genuss von nicht 
pasteurisierter Ziegenmilch als Risiko für eine T.-gondii-Infektion einstuft (JONES et al. 
2009). 
2.5.2 Schwein 
Das Schwein gehört ebenfalls zu den Tieren mit häufig vorkommenden T.-gondii-Infektionen 
(BOCH et al. 1964b; KUBSCH und BLAUROCK 1965; DAMRIYASA et al. 2004; DE BUHR 
et al. 2008; GOERLICH et al. 2011). Als Prädilektionsstellen beim Schwein konnten Herz, 
Gehirn, Zwerchfell aber auch weitere, für den menschlichen Verzehr wichtige Muskelpartien 
nachgewiesen werden (BOCH et al. 1964a). Für Deutschland gibt es Daten zum Vorkommen 




von T. gondii in Schlachtschweinen bereits aus den frühen sechziger Jahren, dabei wiesen 
64,0 bis 97,5 % der untersuchten Tiere Antikörper gegen T. gondii auf (BOCH et al. 1964b; 
KUBSCH und BLAUROCK 1965). In neueren Untersuchungen ergaben sich deutlich 
geringere Zahlen mit Seroprävalenzen von 2 bis 6 %, welche wahrscheinlich auf eine 
Haltungsänderung in der Schweinemast zurückzuführen sind (DE BUHR et al. 2008; 
GOERLICH et al. 2011; MEEMKEN und BLAHA 2011). Allerdings konnten in mehr als 50 % 
der untersuchten Betriebe Tiere mit einer T.-gondii-Infektion nachgewiesen werden 
(DAMRIYASA und BAUER 2005; DE BUHR et al. 2008). Im Vergleich zu Mastschweinen 
weisen Zuchtsauen häufiger Antikörper gegen T. gondii auf, so sind laut Untersuchungen in 
Deutschland ca. 10 bis 19 % der Sauen seropositiv (DAMRIYASA et al. 2004; DAMRIYASA 
und BAUER 2005). Ein Grund dafür ist in der längeren Einstallungszeit und den damit 
verbundenen zunehmenden Infektionsmöglichkeiten bei Sauen im Vergleich zu 
Mastschweinen zu sehen. Ähnliche Daten zeigen auch Studien aus anderen europäischen 
Ländern wie z. B. Spanien, Serbien, Schweden und Niederlande (VAN KNAPEN et al. 1995; 
LUNDÉN et al. 2002; GARCIA-BOCANEGRA et al. 2010; KLUN et al. 2011). Mastschweine 
aus kleinen Beständen in individueller Haltung und Mastschweine aus Öko-Beständen 
weisen zudem deutlich höhere Seroprävalenzen auf als Tiere aus konzentrierten Haltungen 
(FEHLHABER et al. 2003). Eine Untersuchung von Schweinefleischstücken auf das 
Vorhandensein von T.-gondii-DNA mittels Fleischsaft-ELISA zeigte, dass das Fleisch aus 
ökologischer Haltung mit 5,5 % deutlich höher betroffen war als das Fleisch aus 
konventionellen Haltungsformen. Hierbei konnten von 256 untersuchten Proben nur fünf 
(1,9 %) als T.-gondii-positiv identifiziert werden (SCHULZIG 2005; SCHULZIG und 
FEHLHABER 2005). Demzufolge ist der Erreger T. gondii in ökologisch erzeugtem Fleisch 
häufiger zu finden als in konventionell erzeugten Fleischprodukten. 
2.5.3 Wirtschaftsgeflügel 
2.5.3.1 Huhn 
Freilebende Hühner weisen oft hohe T.-gondii-Seroprävalenzen auf, da sie Futter wie z. B. 
Körner und Grünpflanzen bevorzugt vom Boden picken und somit vermehrten 
Oozystenkontakt ausgesetzt sind (DA SILVA et al. 2003). Zusätzlich stellen die von Hühnern 
ebenfalls verzehrten Regenwürmer ein Reservoir für T.-gondii-Oozysten dar (BETTIOL et al. 
2000). Die Seroprävalenzen bei freilaufenden Hühnern können 30 bis 60 % betragen, vor 
allem für Südamerika und Asien wurden hohe Werte ermittelt (DEVADA et al. 1998; DUBEY 
et al. 2004; DUBEY et al. 2005b; ASGARI et al. 2006; DE OLIVEIRA et al. 2009). Für Europa 




sind nur wenige Untersuchungen zu T.-gondii-Seroprävalenzen bei Hühnern vorhanden. In 
Italien wurden 13,7 % T.-gondii-positive Tiere ermittelt, in Polen und Portugal deutlich höhere 
Zahlen mit 30,0 und 27,1 % (DUBEY 2010b). In Österreich wiesen 36,3 % der untersuchten 
Biohühner Antikörper gegen T. gondii auf (DUBEY et al. 2005a). Diese hohen 
Seroprävalenzen weisen auch auf Hühnerfleisch als mögliche Gefahrenquelle hin, z. B. beim 
Verzehr von nicht vollständig durchgegartem Broilerfleisch. Eine Bildung von Gewebezysten 
im Rahmen der kurzen Broilermast konnte jedoch noch nicht eindeutig nachgewiesen 
werden. Grundsätzlich gelang bei experimentellen Infektionen der Nachweis von 
Toxoplasmen außer in den Organen auch in der Muskulatur der Tiere (KANETO et al. 1997; 
DUBEY 2010a). So wurde T. gondii häufig in Hirn, Herz und Leber sowie in den für den 
menschlichen Verzehr wichtigen Muskelteilen gefunden. Bei 44,1 % der untersuchten Tiere 
konnte das Beinfleisch und bei 18,6 % die Brustmuskulatur T.-gondii-positiv getestet werden 
(DUBEY 2010b). Meist verläuft die T.-gondii-Infektion beim Geflügel asymptomatisch, 
dennoch sind in der Literatur einige Fälle mit klinischer Manifestation wie z. B. peripherer 
Neuritis bzw. allgemeine neurologische Störungen beschrieben (GOODWIN et al. 1994; 
DUBEY et al. 2007). Neben Untersuchungen bei Masthühnern gab es auch Studien bei 
Legehennen, in denen teilweise die Detektion von T.-gondii-Stadien in den Ovarien und im 
Eileiter der Hennen gelang (JONES et al. 1959; BOCH et al. 1966; BIANCIFIORI et al. 
1986). Der Nachweis von Toxoplasmen im Ei konnte nur partiell und nicht immer 
reproduzierbar geführt werden (PANDE et al. 1961; BIANCIFIORI et al. 1986). Jedoch 
können Eier als Infektionsrisiko nicht vollständig ausgeschlossen werden. 
2.5.3.2 Pute 
Der Erreger T. gondii wurde bereits in vielen Wild- und Ziervögeln, wie z. B. Tauben, 
Spatzen, Falken, Kanarienvögeln und Wellensittichen nachgewiesen (DUBEY 2002). Auch in 
Wildputen gelang der Nachweis des Erregers, so konnte eine Seroprävalenz von 10 % in 
freilebenden Puten im Südosten der USA festgestellt werden (QUIST et al. 1995). Infolge 
experimenteller Infektionen konnte bestätigt werden, dass auch Puten sich mit dem 
Protozoon T. gondii infizieren können (DUBEY et al. 1993). Zusätzlich gelang die Detektion 
von T.-gondii-DNA in den Organen und den essbaren Fleischanteilen experimentell infizierter 
Tiere (BANGOURA et al. 2013). Die wenigen bereits publizierten Daten zur Seroprävalenz 
bei der Pute betreffen überwiegend Freilandtiere aus dem afrikanischen und asiatischen 
Raum. Sie erreichen ähnlich hohe Zahlenwerte wie bei Hühnern, so wurden bei 
Untersuchungen in Ägypten bei 59,5 bzw. 29,4 % der Tiere T.-gondii-Antikörper festgestellt 
(EL-MASSRY et al. 2000). In einer Studie aus der Tschechischen Republik in der 60 




Mastputen untersucht wurden, konnten keine positiven Tierseren detektiert werden 
(BARTOVA et al. 2009). Für deutsche Mastputen gibt es bislang keine Angaben. 
2.6 Mögliche Vektoren einer Übertragung von T. gondii auf Nutztiere 
Besonders infizierte Katzen und auch Schadnager, welche in der näheren Umgebung von 
Nutztierstallungen leben, stellen Vektoren für T. gondii dar (MEERBURG et al. 2006). Katzen 
können im Falle einer T.-gondii-Infektion Millionen von Oozysten mit dem Kot ausscheiden. 
Vor allem junge, frei lebende Katzen im Alter von einem Jahr sind häufige Ausscheider 
(KNAUS und FEHLER 1989; WEIGEL et al. 1995). Aus diesem Grund stellen Stallungen und 
Futterlagerungsstätten, welche für Katzen frei zugänglich sind, eine Hauptinfektionsquelle für 
Toxoplasmose bei Nutztieren dar (HINTERSDORF 2013). Kommt es zu einer Defäkation der 
Katzen in das offen zugängliche Futter- bzw. Einstreulager, erfolgt eine weiträumige 
Verteilung des Erregers im gesamten Stall (WEISSENBÖCK und DUBEY 1993). Mit dem 
verunreinigten Futter werden die Toxoplasmen in der gesamten Nutztieranlage bzw. direkt 
an die Tiere verteilt. 
Schadnager können ebenfalls über den Futterweg zur Infektion von Lebensmittel-liefernden 
Tieren beitragen. Sie nisten in Futtersilos, verenden und werden anschließend mit dem 
Futter an die Tiere verteilt. Ein zweiter Infektionsweg kann über das Nisten von Schadnagern 
in der Stalleinstreu erfolgen. Gelegentlich werden einzelne Mäuse von Schweinen oder 
Puten gefangen und teilweise auch aufgenommen. Übertragungen von Tier zu Tier infolge 
Kannibalismus oder Tröpfcheninfektion sind ebenfalls diskutiert worden (DUBEY et al. 1986). 
Auch eine Verfütterung von Ziegenmolke speziell an Schweine sollte vermieden werden, da 
Ziegenmolke in Verbindung mit T.-gondii-Infektionen bei Schweinen steht (MEERBURG et 
al. 2006). 
2.7 Einfluss lebensmitteltechnologischer Verfahren auf die Tenazität von 
T. gondii in Fleisch 
2.7.1 Kühlen 
Bei Kühllagerung um 4 °C können die im Fleisch enthaltenen T.-gondii-Gewebezysten ihre 
Infektionsfähigkeit für einen langen Zeitraum bewahren (GROSSKLAUS und BAUMGARTEN 
1967; KOUDELA 1969; PEJŠOVÁ 1988). Eine Lagerung des Fleisches bei niedrigen 
Temperaturen (> 0 °C) führt demnach nicht zwangsläufig zur Abtötung der enthaltenen 
Erreger. Die nach der Schlachtung einsetzende Absenkung des pH-Wertes im Rahmen der 




Fleischreifungsprozesse hat ebenfalls keinen abtötenden Effekt auf den Erreger 
(GROSSKLAUS und BAUMGARTEN 1967). 
So gibt es in der Literatur Hinweise, dass die im Fleisch enthaltenen T.-gondii-Muskelzysten 
bis zu drei Wochen ihren infektiösen Status behalten können (GROSSKLAUS und 
BAUMGARTEN 1967). Die genaue Dauer der Persistenz hängt von den jeweiligen 
Lagerungsbedingungen, wie zum Beispiel der Temperatur, der relativen Luftfeuchte und der 
Größe des Fleischstückes ab. So muss bei einer Lagerung um 8 bis 10 °C und einer 
relativen Luftfeuchtigkeit von 70 bis 80 % bis zu zwei Wochen mit infektiösen 
Muskelgewebezysten gerechnet werden. Senkt man die Lagerungstemperatur auf 4 - 6 °C 
ab, kann das zystenhaltige Fleisch auch zehn Tage länger infektiös bleiben (GROSSKLAUS 
und BAUMGARTEN 1967; KOUDELA 1969). Fleischstücke mit einem Gewicht von 0,3 kg 
können elf bis 13 Tage und mit einer Masse von 1,5 kg 20 bis 25 Tage infektiöse T.-gondii-
Gewebezysten enthalten. Man kann vermuten, dass größere Fleischteile deswegen länger 
infektiös bleiben, weil die enthaltenen Toxoplasmen besser vor 
Austrocknungserscheinungen geschützt sind. So verlieren Zysten in einem 3,0 kg 
Fleischstück nicht vor einer Lagerzeit von 35 - 46 Tagen ihre Infektiosität (PEJŠOVÁ 1988). 
Zysten, eingebettet in ganzen Rattengehirnen, können in physiologischer Kochsalzlösung 
(0,85 % NaCl) bei 4,0 °C, sogar bis zu 56 Tagen ihre Infektionsfähigkeit bewahren (DUBEY 
1997). Die Daten zur Tenazität von T.-gondii-Gewebezysten im Zusammenhang mit 
Lagerzeiten und Temperaturen sind in Tabelle 1 nachzulesen. 
2.7.2 Gefrieren 
Niedrige Gefriertemperaturen kurz unter dem Gefrierpunkt sind zur Abtötung der im 
Muskelfleisch enthaltenen Zysten nicht geeignet. Temperaturen von -1,0 bis -3,9 °C über 
einen Zeitraum von 22,4 Tagen reichen nicht aus, um den Erreger sicher abzutöten. Auch 
bei Gefriertemperaturen von -6,7 °C behalten die T.-gondii-Gewebezysten ihre 
Infektionsfähigkeit noch für 11,2 Tage, wie in Tabelle 1 ersichtlich (KOTULA et al. 1991). 
Aber eine fünfstündige Einwirkzeit von -18 °C reicht im Allgemeinen aus, um die meisten 
T.-gondii-Gewebezysten zu deaktivieren, wie in Tabelle 1 dargestellt (JACOBS et al. 1960; 
PEJŠOVÁ 1988). Einfrieren an sich stellt dennoch keine sichere Behandlungsmethode zur 
Abtötung der Toxoplasmen dar, da das Vorkommen von gefrierresistenten 
T.-gondii-Stämmen beobachtet wurde. Trotz eines Tieffrierens bei -70 °C und 
anschließender Lagerung bei -25 °C für 35 Tage, konnte eine Fleischprobe mit infektiösen 
T.-gondii-Stadien detektiert werden (GROSSKLAUS und BAUMGARTEN 1967). Demzufolge 




können einzelne T.-gondii-Stämme ihre Infektionsfähigkeit auch nach einer längeren 
Gefrierbehandlung bewahren. 
2.7.3 Erhitzen 
Eine Erhitzung mit Temperaturen um 45 °C hat keine sichere Abtötung der Toxoplasmen zur 
Folge. Hirnzysten, welche dieser Temperatur für 60 Minuten ausgesetzt waren, zeigten zwar 
eine deutlich reduzierte Infektionsfähigkeit, dennoch konnten sogar nach 90-minütiger 
Einwirkung noch infektiöse Zysten nachgewiesen werden (JACOBS et al. 1960). Auch 
Temperaturen um 50 – 56 °C für eine Dauer von 10 - 30 Minuten führten nur zu einem 
teilweisen Verlust der Infektiosität. Erst eine Erhitzung auf 60 °C für 20 Minuten bewirkte eine 
sichere Deaktivierung der Gewebezysten (JACOBS et al. 1960). Bei Temperaturen über 
61 °C bedarf es nur einer Erhitzungszeit von 3,6 Minuten (DUBEY et al. 1990; KOTULA et al. 
1991). Damit stellt sorgfältiges Kochen des Fleisches eine sichere Maßnahme zur Abtötung 
der Erreger dar. Daten zur Auswirkung des Erhitzens auf die Aufrechterhaltung der 




















 Tab. 1: Übersicht zur Tenazität von T. gondii bei unterschiedlichen Behandlungsmethoden 
-1 bis -3,9 °C +
-6,7 °C bis 11,2 d     +
+  infektiöse Stadien vorhanden
-  keine infektiösen Stadien vorhanden
v  teilweise infektiöse Stadien vorhanden 
nach 5 h         
90 min       
10 - 30 min    
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2.7.4.1 Einfluss von Salz auf Tachyzoiten 
In der Regel verlieren Tachyzoiten in einfachen Kochsalzlösungen ihre Infektionsfähigkeit 
schon nach kurzer Zeit. Sie können in einer einfachen 0,9 %igen Kochsalzlösung 
mindestens für 24 Stunden überleben und infektiös bleiben. Eine Beprobung nach drei 
Tagen ergab jedoch einen Verlust der Infektionsfähigkeit (RÄISÄNEN 1978). Im Gegensatz 
dazu können Tachyzoiten in komplexen Medien deutlich länger infektiös bleiben und 
tolerieren auch höhere Salzgehalte. So konnten Tachyzoiten, in Peritonealflüssigkeit bei 
Zusatz von 2,2 bis 3,0 % NaCl über einen Zeitraum von 24 – 48 Stunden aufbewahrt, sicher 
überleben. Auch nach sieben Tagen konnten immer noch einzelne infektionsfähige 




Tachyzoiten nachgewiesen werden (JAMRA et al. 1991). Tenazitätsstudien von RÄISÄNEN 
und SAARI (1976) mit Tachyzoiten aus Ascitesflüssigkeit zeigten ebenfalls eine lange 
Aufrechterhaltung der Infektiosität, so konnten bei Zusatz von nur 1 % NaCl die Tachyzoiten 
bis zu 29 Tagen, von 2 % bis 15 Tage, von 5 % für fünf Tage und von 10 % NaCl noch zwei 
Tage infektiös bleiben. 
Insgesamt gesehen, scheinen Tachyzoiten in reiner Kochsalzlösung nur für einen kurzen 
Zeitraum von ca. 24 Stunden ihre Infektiosität zu bewahren. In komplexen biologischen 
Medien mit Eiweißen, wie zum Beispiel Peritonealflüssigkeit oder Serum, zeigten sie jedoch 
eine relativ hohe Stabilität gegenüber Salzkonzentrationen. Die Angaben zum Einfluss von 
NaCl auf Tachyzoiten werden in Tabelle 2 zusammengefasst. 
2.7.4.2 Einfluss von Salz auf Zysten aus dem Gehirn (Hirnzysten) 
In der Literatur sind sowohl Angaben zu kurzen als auch zu langen infektiösen Zeiträumen 
zum Thema Salz und Hirnzysten zu finden. Laut einer Studie von HILL et al. (2004) hat eine 
1 %ige NaCl-Lösung keinen schnellen inaktivierenden Einfluss auf Hirngewebezysten. So 
wiesen ganze Mäusegehirne, mit einer 1 %igen NaCl-Lösung aufgespritzt, bei einer 
Einwirkzeit von sieben Tagen und einer Lagertemperatur von 4 °C im anschließenden 
Bioassay noch infektionsfähige Zysten auf, trotz Anwendung des Einspritzverfahrens. Unter 
Verwendung von 2 % NaCl und Zusatz von 0,5 % Natriumtripolyphosphat ebenfalls im 
Spritzverfahren konnte nach sieben Tagen eine Inaktivierung der Zysten verzeichnet werden 
(HILL et al. 2004). 
Ähnliche Daten zur Tenazität der Zysten ergaben sich in einer deutschen Untersuchung über 
einen Zeitraum von vier Tagen. Hierbei zeigten sich die Hirnzysten aus ebenfalls ganzen 
Mäusegehirnen selbst bei hohen Kochsalzkonzentrationen von 2 bis 8 % über einen 
Zeitraum von vier Tagen relativ stabil und bewahrten ihre Infektiosität (SOMMER et al. 
1965). Weiterführende Untersuchungen wurden nicht durchgeführt. 
In derselben Arbeit zeigten Hirnzysten in ganzen Mäusegehirnen, aber einer Pökellake mit 
10 °Bé ausgesetzt bei 4 °C eine Aufrechterhaltung der Infektionsfähigkeit für einen Tag und 
bei 15 °C für nur 4 Stunden. Bei einer Konzentration der Pökellake zwischen 21 und 25 °Bé 
behielten die Zysten ihre Infektionsfähigkeit nur für 2 Stunden bzw. 1 Stunde (SOMMER et 
al. 1965). 
Im Kontrast zu diesen Angaben gelang DUBEY (1997) ein Nachweis der Persistenz von 
Hirngewebezysten in ganzen Rattengehirnen bis zu 56 Tagen. Die Gehirne lagerten bei 4 °C 
in einer 0,85 % Kochsalzlösung. In einer 2 %igen Kochsalzlösung behalten sie ihr 




Infektionsvermögen für 49 Tage, bei 3,3 % NaCl für 21 Tage und bei 6,0 % für 14 Tage. 
Erfolgt die Lagerung bei höheren Temperaturen, sinkt der Zeitraum der Infektionsfähigkeit. 
Eine Lagerung in einer 2 %igen NaCl-Lösung bei 10 °C begrenzt die Dauer der Infektiosität 
der Zysten auf unter 35 Tage, bei 15 °C auf unter 21 Tage und bei 20 °C auf unter 14 Tage 
(DUBEY 1997). 
Im Vergleich zu den Hirnzysten in ganzen, kompakten Gehirnen konnten homogenisierte 
Hirngewebezysten, einer Lösung von 3 % NaCl und einer Einwirkdauer von sieben Tagen 
ausgesetzt, eine teilweise erhaltene Infektiosität aufweisen (JAMRA et al. 1991). 
Einzelne, isolierte Hirnzysten reagieren wesentlich empfindlicher auf den Einfluss von NaCl. 
So können nach einer Einwirkzeit von nur 12 Stunden in einer 2,1 %igen Kochsalzlösung 
keine infektiösen Zysten mehr nachgewiesen werden (JACOBS et al. 1960).  
2.7.4.3 Einfluss von Salz auf Zysten aus der Muskulatur (Muskelzysten) 
Auf Muskelgewebezysten hat eine 1 %ige NaCl-Lösung bei einer Lagertemperatur von 4 °C 
und einer Einwirkzeit von sieben Tagen keinen inaktivierenden Einfluss. Trotz der 
Behandlung mit Kochsalz verloren die Muskelzysten ihre Infektionsfähigkeit nach sieben 
Tagen nicht (HILL et al. 2004). Bei Erhöhung der Kochsalzkonzentration in der 
Einspritzlösung auf 2 % und unter Zusatz von 0,5 % Natriumtripolyphosphat erfolgte ähnlich 
wie bei den Hirnzysten eine Inaktivierung der Muskelgewebezysten. Nach sieben Tagen 
Lagerung konnten im anschließenden Bioassay keine infektiösen Stadien mehr 
nachgewiesen werden. Daten einer Beprobung vor dem siebten Tag wurden nicht erhoben 
(HILL et al. 2004). 
In einer anderen Studie gelang es, den Zeitraum des Verlustes der Infektionsfähigkeit näher 
einzugrenzen. So töteten NaCl-Konzentrationen von 2,0 und 2,5 % Muskelzysten nach 
48 Stunden Einwirkzeit ab. Zeiten unter 24 Stunden stellten sich als nicht wirksam dar 
(NAVARRO et al. 1992). 
Eine ebenfalls inaktivierende Wirkung hat die Kombination aus 30 – 50 g Kochsalz und 
25 - 40 g Zucker pro 200 – 360 g Fleisch über einen Zeitraum von 64 Stunden bei 4 °C 
(LUNDÉN und UGGLA 1992). 
Es gibt nur wenige Angaben in der Literatur zur Tenazität von T.-gondii-Zysten unter 
Verwendung von NPS. So wurden Organ- und Muskelfleischproben nach Trockenpökelung 
(bis 75 g NPS/kg Material) und einer Lagerung bei 4° C nach drei Tagen negativ getestet. 




Eine Testung vor dem dritten Tag wurde nicht durchgeführt (SOMMER et al. 1965). Die 
Zusammenfassung der Daten ist in Tabelle 2 zu finden. 
 
 Tab. 2: Übersicht zur Tenazität von T. gondii bei Behandlung mit Salz 
 1 % NaCl 29 d              +
 2 % NaCl 15 d             +
 5 % NaCl 5 d              +
10 % NaCl 2 d               +
24 - 72 h +
3,0 % NaCl 5 d           v JAMRA (1991)
 
 0,85 % NaCl 56 d        +
 2,0 % NaCl 49 d     +
 3,3 % NaCl 21 d +
 6,0 % NaCl 14 d     +
< 35 d   10 °C +
< 21 d    15 °C +
< 14 d 20 °C +
30 - 50 g 
25 - 40 g
1 % NaCl 7 d     +
2 % NaCl 7 d     -
1 % NaCl 7 d     +
2 % NaCl 7 d     -
1 d 4 °C + SOMMER (1965)
4 h 15 °C +
NPS 21° Bé 2 h                  +
NPS 25° Bé 1 h                 +
+  infektiöse Stadien konnten nachgewiesen werden
-   kein Nachweis infektiöser Stadien gelungen  
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2.8 Tenazität von T. gondii in Fleischerzeugnissen 
Der Nachweis von T. gondii in Schweinefleisch beruht indirekt auf der Feststellung von 
Antikörpern im Fleischsaft oder direkt auf der Detektion von T.-gondii-DNA im Fleisch 
(ASPINALL et al. 2002; DE OLIVEIRA MENDONÇA et al. 2004; DA SILVA et al. 2005; DIAS 
et al. 2005; SCHULZIG 2005; GALVAN-RAMIREZ et al. 2010). Bei der Untersuchung von 
Hackfleisch stellten sich 5,4 % der untersuchten Proben als seropositiv dar (FEHLHABER et 
al. 2003). Hackepeter ist aus mikrobiologischer Sicht ein leicht verderbliches Lebensmittel 
und darf im Allgemeinen nur am Tag der Herstellung in den Verkehr gebracht werden. 
Dadurch ist dem Salz nur eine kurze Einwirkzeit auf eventuell vorhandene 
Toxoplasma-Zysten gegeben. In diesem begrenzten Zeitraum ist nicht mit einem Verlust der 
Infektiosität der T.-gondii-Gewebezysten zu rechnen. Damit stellt Hackfleisch trotz Salzung 
ein besonders risikobehaftetes Produkt bezüglich einer Toxoplasmen-Infektion dar (BfR 
2005). 
Der Nachweis von infektiösen Toxoplasmen in gesalzenen, gepökelten oder geräucherten 
Fleischerzeugnissen wie z. B. Rohwürsten oder Schinken stellt sich jedoch schwieriger dar. 
Sowohl die Untersuchungs- bzw. Nachweismethoden als auch die Ergebnisse weisen hierbei 
große Unterschiede auf. DE OLIVEIRA MENDONÇA (2004) und SCHULZIG (2005) gelang 
der Nachweis von Toxoplasmen-DNA in handelsüblichen Würsten, aber nicht von 
infektionsfähigen Erregern. Wogegen DIAS et al. (2005) infektiöse Toxoplasmen in 
tagesfrisch produzierten Würsten, welche kurz nach der Herstellung untersucht wurden, 
nachweisen konnte. Ebenfalls frische Würste, hergestellt aus experimentell infiziertem 
Schweinefleisch und mit geringen NaCl-Gehalten versetzt, haben zwei Tage nach der 
Herstellung noch infektionsfähige Erreger enthalten. Bei höheren Kochsalzkonzentrationen 
von 2,0 und 2,5 % konnten nach 48 Stunden keine infektiösen T.-gondii-Stadien mehr 
nachgewiesen werden (NAVARRO et al. 1992). Ähnliche Ergebnisse erzielten SOMMER et 
al. (1965), sie konnten in Salami, hergestellt aus Fleisch experimentell infizierter Schweine 
und zusätzlich mit Hirnzystendepots angereichert, ebenfalls 48 Stunden nach der Produktion 
keine infektiösen T-gondii-Stadien mehr nachweisen. 
Allerdings gibt es auch Studien, die für einen langen Erhalt der Infektiosität der Zysten 
sprechen. Sowohl in kurz gereiften Rohwürsten wie z. B. Mettwurst und Teewurst als auch in 
lang gereifter Rohwurst (Salami) konnten infektionsfähige Toxoplasmen detektiert werden. 
Mettwürste, hergestellt aus experimentell infiziertem Schweinefleisch, wurden am Tag zwei 
positiv auf infektiöse T. gondii getestet. In Teewurst ließen sich sogar am Tag 14 
Toxoplasmen mit erhaltener Infektionsfähigkeit auffinden. Auch in länger gereifter Rohwurst 




gelang in einem Fall die Detektion von infektiösen Toxoplasmen, so konnte ROSA (2009) in 
Salami am Tag acht infektionsfähige Erreger nachweisen. 
Auch für gepökelte und geräucherte Schinken sind in der Literatur unterschiedliche Angaben 
zur Tenazität von Toxoplasmen zu finden. So gelang LUNDEN und UGGLA (1992) weder in 
gepökeltem noch in geräuchertem Fleisch ein Nachweis der Infektiosität der enthaltenen 
Gewebezysten. In einem anderen Fall ließen sich infektiöse Parasiten in einem gepökelten, 
sieben Monate lang gereiften Schinken nachweisen. Nach einer Reifezeit von 14 Monaten 
gelang der Nachweis allerdings nicht mehr (BAYARRI et al. 2010). Bei der Untersuchung 
von frischem Fleisch und Schinken aus dem Handel im Bereich Nord-Ost-Spaniens konnten 
4 % des untersuchten Schweinefleisches positiv getestet werden, allerdings gelang der 
Nachweis von infektiösen Stadien in gepökelten Schinken bei keiner Probe (BAYARRI et al. 
2012). Im Gegensatz dazu steht die Studie von WARNEKULASYRIA (1998), welcher mit 

















3  Eigene wissenschaftliche Arbeiten 
3.1 Ziel der eigenen Arbeiten 
Im Rahmen dieser Arbeit sollen erste epidemiologische Daten zur Toxoplasmose bei 
Schlachtputen in Deutschland erarbeitet werden. Dafür wurden im Zeitraum von November 
2007 bis November 2008 deutschlandweit 1913 Blutproben aus deutschen 
Mastputenbeständen zur Feststellung der Verbreitung des Erregers in den Tierbeständen 
gesammelt. Die Proben stammten von 14 unterschiedlichen Mastbetrieben aus fünf 
verschiedenen Bundesländern. 
Die bereits publizierten Daten zum Thema Tenazität von T.-gondii-Gewebezysten 
beschäftigen sich hauptsächlich mit den Schwerpunkten Hitzeinaktivierung, Gefrier- bzw. 
Kühllagerung. Für den Einfluss von Salz liegen sehr inhomogene Ergebnisse mit großer 
Schwankungsbreite in Abhängigkeit von dem verwendeten zystenhaltigen Material und der 
jeweiligen Nachweismethode vor (JACOBS et al. 1960; DUBEY 1997). Spezielle 
Untersuchungen zum Einfluss des pH-Wertes auf die Infektiosität der Zysten sind in der 
Literatur nicht vorhanden. Eine Hauptaufgabe dieser Arbeit liegt deshalb in der Durchführung 
von In-vitro-Untersuchungen zur Feststellung der Persistenz der T.-gondii-Gewebezysten in 
Fleisch. Dabei sollte speziell der Einfluss des pH-Wertes und des Salzgehaltes auf die 
Gewebezysten überprüft werden. Zu diesem Zweck wurden die pH-Werte 5, 6 und 7 
gewählt, stellvertretend für den pH-Wert in frisch geschlachtetem Fleisch, gereiftem Fleisch 
und in Rohwürsten. Für die Untersuchung des Einflusses von Kochsalz bzw. NPS wurden 
die wurstüblichen Konzentrationen von 2,0, 2,5 und 3,0 % (NaCl bzw. NPS) gewählt. 
Im Gegensatz zu den In-vitro-Untersuchungen in Fleisch sind zum Thema Tenazität von 
T. gondii in kompakten Fleischerzeugnissen nur wenige Quellen verfügbar (SOMMER et al. 
1965; NAVARRO et al. 1992; WARNEKULASURIYA et al. 1998; ROSA 2009; BAYARRI et 
al. 2010). Deshalb sollte im dritten Teil dieser Dissertation neben den Einzeleffekten von 
pH-Wert und Salz auch die Persistenz der Zysten in experimentell inokulierten Mettwürsten 
untersucht werden. Die eigenen Versuche haben einen modellhaften Charakter, da sie auf 
Gewebe (Muskulatur bzw. Hirn) experimentell infizierter Mäuse (Oozysten des Hannover-1 
Stammes) basieren (beschrieben in WAGNER et al. 2009). Das Mausgewebe steht in diesen 
Studien beispielhaft für das Fleisch aller Nutztiere und garantiert gleichzeitig eine hohe 
T.-gondii-Zystendichte. Zur Überprüfung der Infektiosität der enthaltenen Toxoplasmen 
wurde das Probenmaterial im Rahmen eines Bioassays nativ an Mäuse verfüttert. 




Die Ergebnisse der In-vitro-Untersuchungen sollen zunächst produktunspezifisch eine erste 
grobe Einschätzung zur Persistenz der Gewebezysten in allen nicht erhitzten, gesalzenen 
und gereiften Fleischprodukten ermöglichen. Die Daten, welche im Rahmen der 
experimentellen Wurstinokulationen gewonnen werden, sollen den Zeitraum der 
Aufrechterhaltung der Infektiosität von T.-gondii-Gewebezysten in kurz gereiften Rohwürsten 
vom Typ einer Mettwurst besser eingrenzen und somit eine exaktere Risikobeurteilung 
ermöglichen.  
Folgende drei Schwerpunkte wurden in den wissenschaftlichen Arbeiten verfolgt: 
 
1. Erhebung von Daten zum Vorkommen von T. gondii bei deutschen Schlachtputen. 
2. In-vitro-Versuche zur Untersuchung der Tenazität von Gewebezysten in 
Mäusemuskulatur und -hirn bezüglich des Einflusses von NaCl, NPS und pH-Wert. 
3. Experimentelle Inokulation von Putenmettwurst zur Untersuchung der Tenazität von 
T.-gondii-Gewebezysten bezüglich des kombinierten Einflusses von NaCl bzw. NPS, pH-
Wert und Temperatur während der Wurstreifung. 
 
Die Ergebnisse wurden in den drei folgenden Arbeiten publiziert: 
 
1. Koethe M, Pott S, Ludewig M, Bangoura B, Zöller B, Daugschies A et al. Prevalence of 
specific IgG-antibodies against Toxoplasma gondii in domestic turkeys determined by 
kinetic ELISA based on recombinant GRA7 and GRA8. Vet Parasitol. 2011;180:179-90. 
2. Pott S, Koethe M, Bangoura B, Zöller B, Daugschies A, Straubinger RK et al. Effects of 
pH, sodium chloride, and curing salt on the infectivity of Toxoplasma gondii tissue cysts. 
J Food Prot. 2013;doi:10.4315/0362-028X.JFP-12-519. 
3. Pott S, Koethe M, Bangoura B, Zöller B, Daugschies A, Straubinger RK et al. Tenazität 
von Toxoplasma-gondii-Gewebezysten in Rohwurst – Literaturübersicht und erste 










3.2 Themenkomplex 1:  
 





























































































3.3 Themenkomplex 2: 
 
 In-vitro-Versuche zur Untersuchung der Tenazität von 
T.-gondii-Gewebezysten in Muskulatur und Hirn  














































3.4 Themenkomplex 3: 
 
Experimentelle Inokulation von Mettwurst zur Untersuchung der 




























































4  Übergreifende Diskussion 
Alle Nutztiere können sich mit dem Erreger T. gondii infizieren und anschließend 
Dauerstadien in Form von Gewebezysten in ihren Organen und der Muskulatur ausbilden. 
Neben den kleinen Wiederkäuern stellen besonders das Schwein und das Geflügel häufig 
mit T. gondii infizierte Nutztiere dar. Bei Mastschweinen sind Seroprävalenzen von 2 bis 6 % 
in der Literatur beschrieben (DE BUHR et al. 2008; GOERLICH et al. 2011; MEEMKEN und 
BLAHA 2011). 
Die meisten Angaben zu T.-gondii-Seroprävalenzen beim Geflügel stammen hauptsächlich 
von Hühnern und vorwiegend aus dem südamerikanischen bzw. asiatischen Raum. Sie 
bewegen sich zum größten Teil zwischen 30 und 60 % (DEVADA et al. 1998; DUBEY et al. 
2004; DUBEY et al. 2005b; ASGARI et al. 2006; DE OLIVEIRA et al. 2009). Diese hohen 
Werte können auf die dort vorherrschenden Klima- und Haltungsbedingungen zurückgeführt 
werden. Aufgrund der relativ gleichbleibenden Temperaturen und der günstigen 
Klimabedingungen werden die Tiere das ganze Jahr über in kleinen Gruppen im Freiland 
gehalten. Durch den stetigen Bodenkontakt, verbunden mit der Möglichkeit der Aufnahme 
von Erde, kleinen Bodentieren und Oozysten, erhöht sich hier die Wahrscheinlichkeit einer 
Toxoplasmen-Infektion (BETTIOL et al. 2000). 
Im Gegensatz dazu erfolgt in Deutschland bei Geflügel meist eine konventionelle 
konzentrierte Haltung in großen Gruppen und Stallanlagen. Die Tiere, sowohl Hühner als 
auch Puten, werden im Stall auf Stroh oder Sägespänen gehalten. Die Möglichkeit des 
Scharrens und Pickens im Erdboden sowie der Aufnahme von Erdwürmern ist in der Regel 
nicht gegeben, weshalb bei der Geflügelintensivhaltung niedrige Seroprävalenzen zu 
vermuten sind. Diese Annahme wird durch eine Studie gestützt, bei der der 
T.-gondii-Antikörperstatus von Freilandhühnern mit dem von Stallhühnern verglichen wurde. 
Freilandhühner wiesen mit 34,7 % eine deutlich höhere Prävalenz für T  gondii auf, als im 
Stall gehaltene Tiere (2,8 %) (ZHU et al. 2008). 
Aufgrund dieser Angaben lagen die Erwartungen für die Prävalenz von T.-gondii-Antikörpern 
in deutschen Mastputen deutlich unter dem in den eigenen Untersuchungen festgestellten 
Wert von 18,4 % (KOETHE et al. 2011). Bei Betrachtung der für die Untersuchung 
herangezogenen Schlachtungen und einer jahreszeitlichen Ordnung ergeben sich vier 
unterschiedliche Schlachtzeitpunkte. Die Tiere der Gruppe zwei wurden im Frühling 
geschlachtet und wiesen eine relativ hohe Seroprävalenz von 18,5 % auf. Die Schlachtung 
der Gruppe drei erfolgte im Sommer, diese Puten enthielten sogar zu 20,7 % Antikörper 




gegen T. gondii. Eine Anzahl von 13,3 % T.-gondii-positiven Tieren konnte in der Gruppe vier 
im Schlachtzeitraum von September bis Oktober nachgewiesen werden. In den 
Wintermonaten von Dezember bis Januar wurden die Tiere der Gruppe eins geschlachtet. 
Sie zeigten ebenfalls eine geringe Seroprävalenz (12,1 %). 
Weibliche Puten werden mit ca. 16 und männliche Tiere mit ca. 21 Lebenswochen 
geschlachtet, daraus ergibt sich eine vier- bzw. fünfmonatige Mastzeit. Demzufolge wurden 
die hochpositiven Tiere der Gruppe eins und zwei in den Wintermonaten bzw. im zeitigen 
Frühjahr und die Tiere der Gruppe drei und vier zum Sommeranfang bzw. Frühherbst 
eingestallt. 
Die unerwartet hohe Gesamtseroprävalenz von 18,4 % ist hauptsächlich auf die hohe Anzahl 
an T.-gondii-positiven Tieren in den Schlachtgruppen eins und zwei zurückzuführen. Die 
Tiere beider Gruppen wurden in der kalten Jahreszeit eingestallt bzw. gemästet. Die Puten 
der ersten Gruppe wurden über die Wintermonate bis hin ins Frühjahr gehalten, die zweite 
Gruppe vom zeitigen Frühling bis in den Sommer hinein. Die höheren Seroprävalenzen 
können auf einen Eintrag von T. gondii durch Schadnager, verunreinigtes Futter bzw. 
Einstreu oder Oozysten-ausscheidende Jungkatzen beruhen. 
Die Hausmaus lebt in der Nähe des Menschen und dessen Tierhaltungen bzw. auf 
Kulturland und kann Träger von T.-gondii-Zysten sein. In den Wintermonaten ziehen sich die 
Schadnager in die Mastställe zurück, sie bieten mit ca. 20 °C gute Lebens- und 
Fortpflanzungsbedingungen für Mäuse. Es kommt zu einer regen Vermehrung der 
Mauspopulation im Stall, verbunden mit einer vertikalen Übertragung des Erregers von 
Muttertieren auf Jungmäuse. Puten fangen und fressen auch Mäuse, so kann eine 
horizontale Übertragung des Erregers von Mäusen auf Puten erfolgen. 
Die Schadnager können neben den Ställen auch Futtersilos bzw. Einstreulagerstätten 
besiedeln und stellen eine wichtige Infektionsquelle dar (KIJLSTRA et al. 2008; VILLARI et 
al. 2009). Bei Verfütterung bzw. Einstreuung des Materials gelangen die darin enthaltenen 
Mäuse in den Mastbereich und können so den Erreger übertragen (DUBEY et al. 1995). 
Kausale Zusammenhänge einer Erregerübertragung von Futtermitteln auf Schadnagern und 
anschließend auf Masttiere sind bereits bei Schweinen publiziert worden (LUDEWIG et al. 
2001). 
Zusätzlich zu den Schadnagern und der Futterkomponente spielen auch Katzen eine 
wichtige Rolle bei der Verbreitung des Erregers im Stall (GARCIA-BOCANEGRA et al. 2010; 
LEHRER et al. 2010; ORTEGA-PACHECO et al. 2011). Gefährlich bezüglich der 




Übertragung von T. gondii sind vor allem Jungkatzen, sie scheiden im Falle einer 
T.-gondii-Infektion mehrere Millionen Oozysten mit dem Kot aus (WEIGEL et al. 1995). Ältere 
Katzen, welche bereits mit dem Erreger T. gondii in Kontakt kamen, müssen bei wiederholter 
Infektion nicht zwingend Oozysten produzieren. Ausgehend von ca. zwei Würfen pro Jahr 
(Mai und September) weisen die Jungkatzen in der Winterzeit (Mastzeit Gruppe eins und 
zwei) ein Alter zwischen 3 Monaten und eineinhalb Jahren auf. Gerade diese Jungkatzen 
stellen ein Risiko dar und können nach Kontakt mit dem Erreger T gondii als Ausscheider 
fungieren (WEIGEL et al. 1995; HINTERSDORF 2013). 
Zusammenfassend lässt sich vermuten, dass in den kalten Wintermonaten sich sowohl die 
Schadnager als auch die Katzen in die Mastställe zurückziehen. Aufgrund des 
Katze-Maus-Zyklus verbreitet sich der Erreger im Stall sowohl in der Katzen- als auch in der 
Mäusepopulation (LEHMANN et al. 2003). Häufig werden einzelne T.-gondii-zystenhaltige 
Mäuse von den Jungkatzen gefressen und diese wiederum infizieren nach 
Oozystenausscheidung andere Mäuse oder die Puten. Es setzt dann eine Durchseuchung 
der Stallregion inklusive des Futters und der Einstreu ein, von der auch die Puten 
mitbetroffen sind. Diese These unterstützt die hohen Seroprävalenzen für T. gondii  bei den 
über die Winterzeit gemästeten Stallputen und die niedrigen bei den im Sommer gehaltenen 
Tieren. BOCH (1964b) und SCHULZIG (2005) konnten ähnliche Ergebnisse bei der 
Serumuntersuchung von Schlachtschweinen feststellen. 
Das Ergebnis von 18,4 % T.-gondii-Ak im Serum deutscher Schlachtputen bildet den Anfang 
der Datenerhebung zur Seroprävalenz bei stallgehaltenen Puten und weist auf ein häufiges 
Vorkommen des Erregers bei Mastputen in der Intensivmast hin. Vergleichbare europäische 
Daten zu stallgehaltenen Hühnern oder Puten sind in der Literatur nicht zu finden. Einzig für 
Freilandhühner sind einige Daten bekannt. So sind für Italien T.-gondii-Seroprävalenzen von 
13,7 % bzw. 12,5 %, Polen 30,0 % und Portugal 27,1 % publiziert. (DUBEY et al. 2008; 
DUBEY 2010b). Auch in Österreich weisen laut einer Studie 36,3 % der untersuchten 
Biohühner T.-gondii-Antikörper auf (DUBEY et al. 2005a). Diese hohen Seroprävalenzen 
können durch eine Freilandhaltung der Tiere erklärt werden. 
Das häufige Vorkommen von T.-gondii-Ak im Serum von Schwein und Pute steht für den 
Kontakt der Tiere zum Erreger T. gondii und weist auf mögliche Dauerstadien in den 
essbaren Geweben und damit auf ein Toxoplasmose-Risiko hin. Neben dem Nachweis von 
T.-gondii-DNA in handelsüblichen Schweinefleischstücken mittels PCR (DE OLIVEIRA 
MENDONÇA et al. 2004; DA SILVA et al. 2005) konnten auch infektiöse T.-gondii-Stadien 
durch den Einsatz eines Maus-Bioassays detektiert werden (GALVAN-RAMIREZ et al. 




2010). Schweinefleisch beherbergt deshalb ein hohes Toxoplasmoserisiko. Für die Pute 
erfolgte bisher der Nachweis von T.-gondii-Stadien in den Organen und der Muskulatur der 
Tiere im Rahmen von experimentellen Infektionsversuchen (BANGOURA et al. 2013). Ein 
Nachweis von T.-gondii-Stadien speziell im Fleisch von konventionell gehaltenen Mastputen 
konnte bisher noch nicht geführt werden. 
Ausgehend von den vorhandenen Daten zur Tenazität von T. gondii muss man im 
Allgemeinen mit infektiösen Gewebezysten in rohem Fleisch rechnen (GROSSKLAUS und 
BAUMGARTEN 1967). Der Verzehr von rohem Schweinefleisch (z. B. Hackepeter) oder 
nicht vollständig durchgegarten Fleischteilen stellt somit ein sehr hohes Infektionsrisiko dar. 
Die in den Muskelzellen eingebetteten T.-gondii-Gewebezysten sind post mortem einem 
pH-Wert-Abfall von anfänglichen Werten zwischen 7,0 und 6,0 auf ca. 5,5 infolge der 
glykolytischen Milchsäurebildung und Phosphorsäurefreisetzung aus den Nukleotiden 
ausgesetzt, bevor es zu einem Anstieg infolge beginnender autolytischer Prozesse kommt 
(EBERMANN und ELMADFA 2008). Dabei überdauern sie die Fleischreifungsprozesse, 
ohne ihre Infektionsfähigkeit zu verlieren. Spezielle Untersuchungsergebnisse zum Einfluss 
des pH-Wertes auf die T.-gondii-Gewebezysten sind bisher nicht publiziert. Die Persistenz 
der Gewebezysten über die Prozesse der Fleischreifung hinaus spricht für eine relativ hohe 
pH-Wert-Toleranz. Diese Vermutung kann mit den Ergebnissen der eigenen 
In-vitro-Untersuchungen bestätigt werden. So bewahren sowohl Muskel- als auch 
Gehirnzysten trotz niedriger pH-Werte von 5,0 bzw. 6,0 ihre Infektionsfähigkeit für einen 
Zeitraum von 24 bis 28 Tagen. Zusammenfassend lässt sich sagen, dass 
T.-gondii-Gewebezysten eine hohe pH-Wert-Toleranz aufweisen. 
Da sowohl Schweine- als auch Putenfleisch häufig für die Herstellung nicht erhitzter 
Fleischerzeugnisse wie z. B. Rohwürste verwendet wird, könnte sich beim Verzehr dieser 
Produkte ebenfalls ein Infektionsrisiko abzeichnen. Bei der Reifung dieser Erzeugnisse 
wirken insbesondere das Salz (Wasserentzug) und der pH-Wert (Milchsäurebildung durch 
Starterkulturen) auf die Lebensfähigkeit der T.-gondii-Zysten ein. Die publizierten Ergebnisse 
zum Einfluss von Salz auf die Tenazität von T.-gondii-Gewebezysten sind in der Literatur 
sehr breit gestreut und reichen von 12 Stunden bis zu 56 Tagen (JACOBS et al. 1960; 
DUBEY 1997). Bei näherer Betrachtung fallen beträchtliche Unterschiede in den 
Untersuchungsmethoden auf. Deshalb müssen die Angaben in der Literatur differenziert 
betrachtet werden. Neben der Lagerungstemperatur spielt vor allem das Probenmaterial eine 
wichtige Rolle. 
 




Hohe Lagerungstemperaturen führen zu einem deutlich früheren Verlust der Infektiosität als 
niedrige. So konnten Zysten, Salzgehalten von 2,0 % NaCl ausgesetzt, bei 15 °C für 14 Tage 
und bei 20 °C für sieben Tage ihre Infektiosität erhalten (SOMMER et al. 1965; DUBEY 
1997). 
Bei dem verwendeten Material muss zwischen Hirn- und Muskelgewebe unterschieden 
werden, da beträchtliche Abweichungen in der Aufrechterhaltung der Infektiosität der Zysten 
(bis zu 42 Tagen) auftreten können. Beim Einsatz von 2,0 % NaCl und einer 
Lagerungstemperatur von 4 °C konnten am Tag sieben keine infektiösen Zysten im 
Muskelgewebe mehr nachgewiesen werden (HILL et al. 2004), während sich in Hirngewebe, 
ebenfalls bei 4 °C unter Zusatz von 2,0 % NaCl gelagert, ein infektiöser Zeitraum bis zu 
49 Tagen ergab (DUBEY 1997). Eine Ursache hierfür könnte in der schützenden Eigenschaft 
des Gehirngewebes liegen. Das Gehirngewebe besteht zu einem Großteil aus Lecithin, 
welches einen hohen Anteil ungesättigter Fettsäuren enthält. Diese fettreiche 
Zusammensetzung des Gehirngewebes könnte den Zysten einen besseren Schutz 
gewähren. Auch die besondere Formgebung der Hirnzysten kann eine Ursache darstellen, 
Hirnzysten weisen im Gegensatz zu Muskelzysten eine kugelige Form auf. Hierbei stehen 
Oberfläche und Volumen der Zyste in einem günstigeren Verhältnis als bei den eher 
langgestreckten Muskelzysten. 
Auch der Isolationsgrad der Zysten ist zu beachten und bei der Beurteilung der 
Untersuchungsergebnisse zu berücksichtigen. Besonders empfindlich stellen sich isolierte 
Zysten dar, ihnen fehlt der Schutz durch umgebendes Gewebe. Sie sind bei einem Gehalt 
von 2,1 % NaCl bereits nach 12 Stunden nicht mehr infektionsfähig (JACOBS et al. 1960). 
Eine Suspension aus Hirngewebe ist im Gegensatz zu kompakten Gehirnen ebenfalls 
empfindlicher. Infolge der Homogenisierung tritt eine Zerstörung des Gewebeverbandes ein. 
Zysten in Suspension können bei Zusatz von 3,0 % NaCl teilweise bis zu sieben Tagen 
überleben (JAMRA et al. 1991). Ganze, kompakte Gehirne weisen mit einer 
nachgewiesenen Infektiosität nach 49 Tagen den besten Schutz auf (DUBEY 1997). Eine 
vergleichbare Auswirkung hat der Zerkleinerungsgrad bei Fleisch auf die Muskelzysten. 
Die Applikationsform des Salzes hat einen zusätzlichen Einfluss auf die Aufrechterhaltung 
der Infektiosität der Zysten. Mit einer Injektion gelangt das Kochsalz näher und schneller an 
die Zysten als durch reine Diffusion in einer salzhaltigen Lösung (HILL et al. 2004).  
Bei Berücksichtigung dieser Aspekte ergibt sich im Hinblick auf den Einfluss von Salz auf 
Muskulatur ein infektiöser Zeitraum von einem bis zu ca. sieben Tagen (JACOBS et al. 1960; 




SOMMER et al. 1965; JAMRA et al. 1991; HILL et al. 2004). Die Studie von Dubey mit einem 
Vorkommen von infektionsfähigen Zysten nach drei Wochen, trotz Salzgehalten von 2,0 bzw. 
3,0 % NaCl, hebt sich deutlich von allen anderen Untersuchungsergebnissen ab und kann 
auf die Verwendung von kompaktem Hirn zurückgeführt werden (DUBEY 1997). In den 
eigenen Untersuchungen (In-vitro-Untersuchungen) konnten infektiöse Zeiträume bis zu acht 
Tagen unter Verwendung von 2,0 % NaCl und bis zu vier Tagen bei Zusatz von 2,0 % NPS 
festgestellt werden. Salzgehalte über 2,0 % (2,5 und 3,0 % NaCl) führten bereits am Tag 
eins zu einem Verlust der Infektiosität der Muskelzysten. Im Gegensatz dazu konnten 
Gehirnzysten bei einer NaCl-Konzentration von 2,5 % am Tag eins noch positiv getestet 
werden, dieses Ergebnis unterstützt zugleich die Theorie des Schutzes der Zysten durch 
umgebendes Hirngewebe. Die eigenen Ergebnisse und die Daten aus der Literatur sprechen 
für eine relativ hohe Empfindlichkeit der Zysten gegenüber dem Einflussfaktor Salz. Ein 
Infektionsrisiko beim Verzehr von nicht erhitzten Fleischerzeugnissen (Rohwürste) kann 
allein anhand dieser Daten noch nicht vollständig ausgeschlossen werden. 
Im Rahmen der Wurstreifung kommt es zu einem Zusammenspiel mehrerer Parameter, so 
wirkt neben dem pH-Wert, Salzgehalt und damit verbunden der aw-Wert auch die Temperatur 
auf die Infektionsfähigkeit der Zysten ein. Bezogen auf den Einfluss von Salz in Würsten sind 
in den meisten Publikationen infektionsfähige Zeiten von bis zu zwei Tagen angegeben 
(SOMMER et al. 1965; NAVARRO et al. 1992). Eine Ausnahme stellt die Arbeit von ROSA 
(2009) dar, hier konnten infektionsfähige T. gondii bis zu 14 Tage nach Herstellung 
nachgewiesen werden. Betrachtet man die Publikationen im Einzelnen, so gelang 
NAVARRO (1992) der Nachweis von  infektiösen Stadien zum 48-Stunden-Zeitpunkt nur bei 
einem sehr geringen NaCl-Gehalt von 1,25 %. Bei wurstüblichen Salzgehalten (2,5 %) 
konnten weder NAVARRO noch SOMMER (1965) zu diesem Zeitpunkt infektiöse Zysten 
detektieren. DE OLIVEIRA MENDONCA (2004) und SCHULZIG (2005) gelang der Nachweis 
von T.-gondii-DNA in handelsüblichen Würsten, infektionsfähige Stadien konnten aber nicht 
gefunden werden. Diese Tatsache beweist das Vorhandensein des Erregers im Fleisch, 
unterstützt aber aufgrund des negativ ausfallenden Bioassays die These des frühen 
Verlustes der Infektiosität der Gewebezysten. Im Gegensatz zu den gerade genannten 
Literaturangaben arbeitete DIAS (2005) mit tagesfrisch produzierten Würsten, dem Salz war 
hier nur eine Einwirkzeit von unter 24 Stunden gegeben, weshalb er infektionsfähige 
T.-gondii-Stadien identifizieren konnte. Die in den eigenen In-vitro-Untersuchungen 
festgestellten infektiösen Zeiträume bis zu acht Tagen unter Verwendung von 2,0 % NaCl 
und bis zu vier Tagen bei Zusatz von 2,0 % NPS waren in den Wurstuntersuchungen 




reduziert. Unter Verwendung eines Salzgehaltes von 2,0 % wurde eine Infektiosität der 
Zysten bis zu 24 Stunden nachgewiesen. Ein positiver Nachweis mittels Maus-Bioassay zum 
36-Stunden-Zeitpunkt gelang nicht mehr. Aufgrund der Hinweise in der Literatur und der 
eigenen Ergebnisse speziell aus den Wurstuntersuchungen ist unter dem Einfluss von Salz 
(NaCl, NPS) und Reifetemperaturen um die 18 °C mit einem schnellen Verlust der 
Infektiosität des Erregers in Rohwürsten zu rechnen. Anhand dieser Daten stellen 
Rohwürste, auch wenn sie zystenhaltiges Fleisch enthalten, mit hoher Wahrscheinlichkeit 
kein Infektionsrisiko dar, sofern sie älter als 24 Stunden nach Herstellungsbeginn sind 
(SOMMER et al. 1965; NAVARRO et al. 1992; BALLARINI und MARTELLI 2000). 
Ein weiteres Argument, das für ein geringes Infektionsrisiko beim Verzehr von Rohwürsten 
spricht, ist die Tatsache, dass Rohwürste meist mit einem Zusatz von über 2,0 % Salz 
(2,5 - 3,0 %) produziert werden. Die In-vitro-Untersuchungen zeigten bei einem Salzgehalt 
von 2,5 % NaCl einen schnellen Verlust der Infektiosität der Muskelzysten innerhalb des 
ersten Tages. In der Regel werden Rohwürste unter Verwendung von NPS hergestellt, 
welches nachweislich einen stärker abtötenden Effekt auf die T.-gondii-Zysten hat als NaCl 
(SOMMER et al. 1965). 
Zusätzlich zum Salzgehalt und zur Verwendung von NPS kommt dem Gesichtspunkt, dass 
ein gewisser Zeitraum von der Herstellung bis zum Inverkehrbringen des Produktes vergeht, 
Bedeutung zu. Die Dauer dieser Zeitspanne wird hauptsächlich durch die produkttypische 
Reifezeit bestimmt. Abhängig vom Typ der Rohwurst (kurz bzw. lang gereift) hat man 
Reifezeiten von 12 Stunden bis zu 21 Tagen. Herkömmlich hergestellte lang gereifte 
Rohwürste vom Typ einer Salami erreichen den Verbraucher erst weit nach Ablauf der 
infektiösen Zeitspanne von 24 Stunden und sollten deshalb kein Infektionsrisiko darstellen. 
Dennoch gibt es eine einzelne Literaturquelle, in der infektiöse T.-gondii-Stadien am Tag 14 
in einer Teewurst und am Tag acht in einer Salami gefunden wurden (ROSA 2009). Eine 
Wiederholung des Versuches zur Sicherung der Ergebnisse wurde nicht durchgeführt, so 
dass deren Relevanz fraglich erscheint.  
Bei separater Betrachtung der Reifezeiten ohne Beachtung der verwendeten 
Salzkonzentration, können nur sehr kurz gereifte Rohwürste (Mettwürste 12 Stunden 
Umrötung) eine potenzielle Gefahrenquelle darstellen. Im Allgemeinen erreichen industriell 
hergestellte Wurstchargen den Verbraucher erst nach einer Zeitspanne von ca. zwei bis drei 
Tagen. Eine Ausnahme können Selbstvermarkter und kleinere handwerkliche Fleischereien 
darstellen, hier ist der Weg von der Produktion zum Verkauf und damit zum Konsumenten 
zum Teil sehr kurz. Außerdem gibt es Ansätze Salami im Schnellreife-Verfahren 




herzustellen, dadurch verkürzt sich die Reifezeit von 14 Tagen auf 48 Stunden (HÄUSSLER 
2011). In diesem besonderen Fall könnte zeitlich gesehen auch von Salami eine 
Infektionsgefahr ausgehen. 
Eine weitere Möglichkeit, bei der kurz gereifte Rohwürste als mögliche Infektionsquelle 
bedacht werden müssen, ist im Bereich der ökologischen Produktion von 
Fleischerzeugnissen zu finden. Hier gibt es Bestrebungen, Rohwürste mit NaCl statt mit NPS 
herzustellen. Hierbei könnte sich ein höheres Risiko einer Toxoplasmose-Infektion 
abzeichnen. In den eigenen In-vitro-Untersuchungen konnte eine stärkere Wirkung von NPS 
gegenüber NaCl aufgezeigt werden. Es zeigte sich ebenso wie in den Studien von SOMMER 
(1965) eine längere Aufrechterhaltung der Infektiosität der Zysten bei Verwendung von NaCl 
gegenüber NPS. 
Auch Versuche, den Salzgehalt aus gesundheitlichen Gründen zu senken, können zu einem 
erhöhten Toxoplasmoserisiko beim Verzehr dieser Würste führen, da auch hier mit einer 
längeren Infektiosität der Zysten zu rechnen ist (DURMUS 2011). 
Die an Mettwurst und in den In-vitro-Untersuchungen erzielten Ergebnisse können auch für 
eine erste Einschätzung des Infektionsrisikos bei anderen gewolften bzw. zerkleinerten 
Fleischerzeugnissen diskutiert werden, wie z. B. anderen Rohwürsten. Für am Knochen 
gereifte, trocken gesalzene Rohschinken stellt sich eine Beurteilung schwieriger dar, da er im 
ganzen Stück reift und nur von außen mit Salz eingerieben wird. Aufgrund der Größe des 
Fleischstückes könnten die Gewebezysten im Zentrum des Schinkens vor Einflüssen 
geschützt sein. Infolge der Diffusion des Salzes und der langen Reifezeit, verbunden mit 
einem starken Wasserverlust, stellt das Endprodukt wahrscheinlich kein Infektionsrisiko mehr 
dar. Das trifft aber für sehr kurz gereifte oder fehlgereifte Schinken wahrscheinlich nicht zu. 
Weitere Untersuchungen mit Rohschinken sind anzuraten, da in einer Studie der Nachweis 
von infektiösen Stadien in einem Rohschinken aus dem Handel mit Hilfe einer Zellkultur 
gelang (WARNEKULASURIYA et al. 1998). Ebenso wurden infektiöse Toxoplasmen in 
einem sieben Monate gepökelten Schinken nachgewiesen (BAYARRI et al. 2010). Da die 
Ergebnisse nicht reproduzierbar sind und keine weiteren Angaben zu T.-gondii-positiven 
Stadien in Schinken oder längere Zeit gereiften Rohwürsten gefunden wurden, müssen hier 
die Methodik und die Ergebnisse kritisch betrachtet werden. 
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass beim Verzehr von kurz gereiften Rohwürsten 
ein Toxoplasmoserisiko nicht generell ausgeschlossen werden kann. So können vor allem 
zeitnah in den Handel verbrachte kurz gereifte Rohwürste vom Typ einer Mettwurst aus 




kleinen Fleischereien ein potenzielles Risiko darstellen. Auch bei kurz gereiften Rohwürsten 
ohne Verwendung von NPS oder bei Einsatz geringer Salzkonzentrationen kann ein 
Infektionsrisiko nicht vollständig ausgeschlossen werden. Allerdings stellen herkömmlich 
produzierte Rohwürste, ohne Schnellreife-Verfahren und mit NPS-Gehalten > 2,0 %, mit 
hoher Wahrscheinlichkeit keine Toxoplasmosequelle dar. Aufgrund der langen Reifezeiten 
können auch Rohwürste wie z. B. Salami bedenkenlos verzehrt werden. Für eine fundierte 
Beurteilung des Infektionsrisikos durch den Verzehr von Rohschinken sind noch weitere 
Untersuchungen notwendig (LUNDÉN und UGGLA 1992; BAYARRI et al. 2010; BAYARRI et 
al. 2012). 
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Die Toxoplasmose gehört zu den bedeutsamsten Zoonosen. Sie wird durch den weltweit 
verbreiteten Erreger T. gondii ausgelöst und verläuft bei immunkompetenten Menschen 
meist subklinisch. Dennoch können Rezidivierungen und schwere Krankheitsverläufe 
auftreten. Besonders gefährdete Personen sind Immunsupprimierte und seronegative 
Schwangere. T. gondii kann alle warmblütigen Lebewesen infizieren. In der Folge kommt es 
zur Bildung von Gewebezysten in Muskulatur und Organen. Daten zum Vorkommen und zur 
Verbreitung des Erregers bei deutschen Schlachtputen liegen nicht vor und sollten im 
Rahmen dieser Arbeit gewonnen werden. Das hohe Infektionsrisiko bei oraler Aufnahme von 
rohem oder nicht vollständig durchgegartem zystenhaltigem Fleisch ist bekannt. Exakte 
Erkenntnisse zur Tenazität der T.-gondii-Gewebezysten gegenüber dem Einfluss von Salz, 
pH-Wert und Wurstreifungsprozessen liegen jedoch nicht vor. Da sowohl Schweine- als auch 
Putenfleisch häufig zur Herstellung von Fleischerzeugnissen wie z. B. Rohwürsten und 
Rohschinken eingesetzt wird, sollte die Persistenz der Gewebezysten unter dem Einfluss 
verschiedener Salzgehalte und pH-Werte sowie kombiniert im Rahmen der 
Wurstreifungsprozesse untersucht werden. Ziel ist eine genauere Beurteilung des 
Infektionsrisikos beim Verzehr kurz gereifter Rohwürste (Mettwurst) und anderer nicht 
erhitzter Fleischzeugnisse. 
Untersuchungen: 
1. Es wurden 1913 Blutserumproben von Schlachtputen aus 14 Mastbetrieben in fünf 
Bundesländern mittels kinetischem ELISA auf das Vorkommen von IgG-Antikörpern 
gegen T. gondii untersucht. 
2. In den In-vitro-Studien wurde der Einfluss von NaCl bzw. Nitritpökelsalz (NPS) in 
wurstrelevanten Konzentrationen (2,0, 2,5 3,0 %) und des pH-Wertes (5, 6, 7) auf die 




Gewebezysten in Mäusemuskulatur und -hirn untersucht. Die Überprüfung der 
Infektiosität der exponierten Gewebezysten erfolgte mittels Maus-Bioassay. 
3. Putenrohwurstbrät (2,0 % NaCl oder NPS, mit und ohne Starterkultur) wurde mit 
zystenhaltiger Mäusemuskulatur beimpft. Während der Wurstreifung wurde die 
Infektiosität der Zysten im Maus-Bioassay untersucht.  
Ergebnisse: 
−  Die T.-gondii-Gesamtseroprävalenz in deutschen Schlachtputenbeständen betrug 
18,4 %. Dieser Wert ist überraschend hoch. Es handelt sich um die ersten in 
Deutschland durchgeführten Erhebungen. Jahreszeitliche Schwankungen wurden 
beobachtet, wobei in den Wintermonaten gemästete Putenherden eine höhere Prävalenz 
zeigten als die im Sommer gehaltenen Tiere. 
−  Gewebezysten besitzen eine gewisse pH-Wert-Toleranz. Sie blieben bei pH-Werten von 
5 bis 7 bis zu 26 Tage infektiös. 
−  Gewebezysten sind gegenüber dem Einfluss von Salz empfindlich. Bei 
NaCl-Konzentrationen von 2,0 % blieben sie bis zu acht Tagen infektiös, bei ≥ 2,5 % 
maximal ein Tag. 
−  Gegenüber NPS sind die Zysten offenbar empfindlicher als gegenüber NaCl; sie blieben 
bei 2,0 % NPS-Konzentration vier Tage infektiös. 
−  Bei Kombination der Effekte von Salz und pH-Wert verkürzt sich die Infektionsfähigkeit 
der Zysten in der Rohwurstreifung auf ca. 24 Stunden. 
Schlussfolgerungen: 
Die unerwartet hohen Seroprävalenzen weisen daraufhin, dass Putenfleisch ein 
Infektionsrisiko für Toxoplasmose darstellen kann. Weiterführende Untersuchungen zum 
Vorkommen des Erregers in Schlachtputen sind notwendig. Tendenziell zeigen die 
Ergebnisse der Tenazitätsuntersuchungen einen raschen Verlust der Infektiosität des 
Erregers, so dass in lang gereiften Rohwürsten oder in herkömmlich produzierten kurz 
gereiften Rohwürsten (NPS > 2,5 %) nicht mit einem Vorkommen von infektiösen Zysten zu 
rechnen ist. Eine Ausnahme könnten allerdings salzreduzierte (NaCl ≤ 2,0 %), ohne NPS 
hergestellte oder sehr kurz gereifte Rohwürste darstellen, hierbei kann ein Infektionsrisiko 
nicht vollständig ausgeschlossen werden. Zur Beurteilung von Rohschinken sind weitere 
Untersuchungen notwendig. 
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Toxoplasmosis is one of the most important zoonoses. It is caused by the worldwide spread 
pathogen T. gondii and runs mostly subclinical in immunocompetent people. Nevertheless, 
recurrences and severe disease occur. Particularly seronegative pregnant women and 
immunosuppressed individuals are at risk. T. gondii can infect all warm-blooded animals, 
which is accompanied by the formation of tissue cysts in muscles and organs. Data on the 
occurrence and spread of the pathogen from German turkeys are not available and should 
be obtained in this work. The high risk of infection through oral ingestion of raw or 
undercooked meat is already known. Precise knowledge about the tenacity of T. gondii 
tissue cysts to the influence of salt, pH and sausage fermenting processes are not known. 
Both pork and turkey meat is often used for production of meat products such as fermented 
sausages and ham. The persistence of tissue cysts should be examined individually under 
the influence of different salt concentrations and pH-values as well as combined in the 
sausage fermenting processes. The aim is a more accurate assessment of the risk of 
infection from eating short-term fermented sausages and other non-heated meat products 
and other non-heated meat products. 
Investigations: 
1. In the period November 2007 to November 2008 1,913 turkey blood samples from 14 
German fattening turkey farms in five different federal states were in slaughterhouses 
collected. The serum was analyzed by kinetic ELISA for the presence of IgG antibodies 
to T. gondii. 
2. For the in vitro studies the individual influence of NaCl and NCS (nitrite enriched curing 
salt) in sausage relevant concentrations (2.0, 2.5, 3.0 %) and the pH (5, 6, 7) on cysts-




containing mice tissue (muscle and brain) were investigated. The remaining infectivity of 
the treated material was checked by bioassay. 
3. The experimental infections of sausages were also done with infected mice muscles, 
which has been embedded central in turkey meat sausages (with 2.0 % NaCl or NCS and 
with or without starter culture). Again, the infectivity was checked by feeding the ripened 
material to mice. 
Results of the investigations: 
−  The overall T. gondii-seroprevalence of T. gondii in German slaughter turkeys was 
18.4 %. This value is surprisingly high. It is the first survey carried out in Germany. 
Seasonal variations were observed. Turkeys fattened in the winter months showed a 
higher prevalence than the animals held in the summer. 
−  The muscle tissue cysts showed certain pH tolerance. They remained infectious for up to 
26 days at pH 5 – 7. 
− Muscle tissue cysts were more sensitive to the influence of salt. At NaCl concentrations 
of 2.0 %, they remained infectious for up to eight days, at ≥ 2.5 % for up to one day at 
maximum. 
−  Compared with NaCl cysts are apparently more sensitive to NCS, a since they were 
shown to be infective at 2.0 % NCS for only four days. 
− Combined effects during sausage fermentation (salt, pH, temperature) the infectivity of 
muscle tissue cysts is limited to approximately 24 hours. 
Conclusion: 
The unexpected high seroprevalence showed that the ingestion of turkey meat could be a 
possible source of Toxoplasma infection. Further studies on the presence of tissue cysts in 
muscles of slaughter turkeys are needed. Based on the results it seems that cysts do not 
remain infective in long-term fermented sausages or conventionally produced (NCS > 2.5 %) 
short-term fermented sausages. One exception could be organic (NaCl instead of NCS), salt-
reduced (≤ 2.0 %) or quickly fermented sausages. In this case the risk of infection cannot 
completely be excluded. For the assessment of cured ham, further investigations are 
necessary.
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